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RESUMEN 
 
 
Enterocytozoon bieneusi y Giardia duodenalis son considerados como los 
parásitos intestinales más comunes de seres humanos, animales domésticos, silvestres y 
en cautiverio. Estos patógenos son responsables de causar diarrea en individuos 
inmunocomprometidos e inmunocompetentes. El presente estudio tuvo por objetivo 
identificar los genotipos de E. bieneusi y G. duodenalis en muestras de heces de crías de 
alpaca. Las muestras de heces usadas en el estudio correspondieron a 126 crías de 
alpaca de 1 a 30 días de edad, de tres regiones geográficas en los andes del Perú 
(Huancavelica, Cuzco y Puno). Para el diagnostico se amplifico mediante PCR anidado 
la región espaciador transcrito interno (ITS) del gen ARNr de E. bieneusi, así como el 
locus triosafosfato isomerasa (TPI) de G. duodenalis. Todas las muestras positivas (E. 
bieneusi = 65; G. duodenalis = 42) fueron secuenciadas. Sesenta y cinco crías (51.6%) 
resultaron ser positivas en el PCR para E. bieneusi. Se encontró diez distintos genotipos 
de E. bieneusi en los aislamientos de crías de alpaca, seis de los aislamientos pertenecen 
a nuevos genotipos (ALP1, ALP2, ALP3, ALP4, ALP5 y ALP6). Cinco crías (7.7%) 
fueron positivos para el genotipo P, cuatro crías (6.2%) fueron positivos para el genotipo 
Tipo IV, dos (3.1%) al genotipo D, una (1.5%) al genotipo Beb6, 48 (73,8%) al genotipo 
ALP1, y cinco crías fueron positivos para cada genotipo nuevo (ALP2, ALP3, ALP4, 
ALP5 y ALP6). Así mismo, cuarenta y dos muestras fueron positivas para G. 
duodenalis. Los ensamblajes A (n = 33) y E (n = 9) fueron detectados en las crías. El 
ensamblaje A fue el más frecuentemente en crías de Puno y Huancavelica, mientras que 
el ensamblaje E se encontró en 8 crías en Cuzco y uno de Huancavelica. El papel 
potencial de E. bieneusi y G. duodenalis en el síndrome diarreico neonatal de la alpaca 
necesita ser seriamente considerada y evaluada, a pesar de no haber asociación entre la 
presencia de los parásitos y la presentación de diarrea. 
 
Palabras claves: Enterocytozoon bieneusi, Giardia duodenalis, alpaca, diarrea, zoonosis. 
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ABSTRACT 
 
 
Enterocytozoon bieneusi and Giardia duodenalis are considered the most 
common intestinal parasites found in humans and domestic, captive and wild animals. 
These pathogens are responsible for causing diarrhea in immunocompromised and 
immunocompetent individuals. The aim of the present study was to identify E. bieneusi 
and G. duodenalis genotypes in fecal samples from alpaca crias. Fecal samples were 
collected from 126 alpaca crias up to 30 days of age from three geographic regions in 
the highland of Peru (Huancavelica, Cuzco and Puno). The internal transcribed spacer 
(ITS) region of the rRNA gene of E. bieneusi, and the amplification of the 
triosephosphate isomerase (TPI) locus of G. duodenalis, were amplified for a nested-
PCR. All positives samples were sequenced. Sixty-five crias (51.6%) were found to be 
PCR positive for E. bieneusi. Ten distinct genotypes of E. bieneusi were found in alpaca 
cria isolates, six of all isolates belong to novel genotypes (ALP1, ALP2, ALP3, ALP4, 
ALP5, and ALP6). Five (7.7%) crias were positive to genotype P, four (6.2%) crias were 
positive to genotype Type IV, two (3.1%) to genotype D, one (1.5%) to genotype Beb6, 
48 (73.8%) to genotype ALP1, and five crias were positive each to new genotype 
(ALP2, ALP3, ALP4, ALP5, and ALP6). Forty-two samples were positive for G. 
duodenalis. Assemblages A (n=33) and E (n=9) were detected in crias, Assemblage A 
was the most frequently found in Puno and Huancavelica, while Assemblage E was 
found in 8 crias in Cuzco and one from Huancavelica. The potential role of E. bieneusi 
and G. duodenalis in the neonatal diarrhea syndrome of alpaca needs to be seriously 
considered and further evaluated, although had not association between the presence of 
parasites and diarrhea. 
 
Key words: Enterocytozoon bieneusi, Giardia duodenalis, alpaca, diarrhea, zoonosis.  
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I. INTRODUCCIÓN 
 
Enterocytozoon bieneusi y Giardia duodenalis son dos parásitos que pueden 
infectar el tracto intestinal de los seres humanos, así como una gama de animales 
domésticos y silvestres (Caccio y Sprong, 2010; Santin y Fayer, 2011). Por lo general, 
la infección se adquiere por la ingestión de la fase infecciosa del parasito, altamente 
resistente (esporas y quistes). La infección ocurre principalmente de manera directa, ya 
sea de manera fecal-oral, ingestión de alimentos contaminados o por la ingesta de agua 
(Thompson et al., 1993; CDC, 2013). La microsporidiosis por E. bieneusi o la giardiasis 
se asocian a menudo con signos clínicos que incluyen diarrea, deshidratación, fiebre, 
inapetencia y anorexia. Las infecciones a menudo son autolimitantes y ocurren 
principalmente en individuos inmunocompetentes, llegando a ser severa y crónica en 
niños, ancianos e individuos inmunocomprometidos o suprimidos (Chalifoux et al., 
1998; Buret, 2007) 
 
Los estudios científicos demuestran que los animales pueden estar infectados 
con una variedad de genotipos de E. bieneusi y G. duodenalis. Sin embargo, los 
estudios sugieren que el ganado de todo el mundo se encuentran infectados con al 
menos veinte genotipos de E. bieneusi y al menos tres ensamblajes (genotipos) de G. 
duodenalis (Caccio y Sprong, 2010; Santin y Fayer, 2011). 
 
Aparentemente, parece haber diferencias respecto a la localización geográfica 
relacionada a los genotipos de E. bieneusi en el ganado. Sin embargo, sería necesario 
realizar más estudios para poder comprobar esta hipótesis.  Los estudios también 
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demuestran que no existe una relación con la edad del hospedador y la presencia del 
genotipo de E. bieneusi (Santin y Fayer, 2011).  
 
Giardia duodenalis es un parásito intestinal que afecta a todas los animales 
domésticos y a los humanos. Giardia duodenalis ha sido implicado como un agente 
etiológico de diarreas en ganado lechero y ganado de carne en todo el mundo. Los 
trabajos realizados en ganado lechero en todo el mundo indican que el ensamblaje 
predominantemente es el “E”, y con menor grado los ensamblajes “A” y “B” (Monis et 
al., 2009).  
 
Se han realizados pocos estudios para determinar los genotipos de E. bieneusi y 
G. duodenalis en camélidos sudamericano (CSA).   Actualmente, solo un genotipo es 
conocido para CSA, Dengjel et al., (2001) reportaron el genotipo P de E. bieneusi para 
una llama adulta de un zoológico de Alemania. Así mismo, los estudios moleculares 
realizados en CSA indican que ellos pueden ser infectados con el ensamblaje A y E de 
G. duodenalis, con una prevalencia que puede llegar hasta un 50% (Trout et al, 2008; 
Gómez-Couso et al., 2012).   
 
Para el presente estudio, la región espaciador transcrito interno (ITS) y el gen 
triosa fosfato isomerasa (TPI) fueron seleccionados para la identificación genética y 
caracterización molecular de E. bieneusi y G. duodenalis, respectivamente. Ambos han 
sido ampliamente utilizados para la caracterización de las especies y genotipos/ 
subgenotipos de estos dos parásitos en los seres humanos y otros animales (Sulaiman et 
al., 2003a, 2003b; Lobo et al., 2006; Trout et al., 2008; Xiao y Fayer, 2008; Santin y 
Fayer, 2011.). El presente estudio se realizó con el objetivo de caracterizar 
genéticamente los genotipos de E. bieneusi y G. duodenalis en crías de alpacas 
provenientes de los departamentos de Cuzco y Puno. 
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II. REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA 
 
1. Enterocytozoon bieneusi 
1.1. Introducción 
Los microsporidios (Microsporidia) son organismos unicelulares 
obligatoriamente intracelulares, fueron conocidos y reportados por primera vez como el 
agente causante de la “enfermedad de la pimienta” (pebrine disease o pepper disease). 
Esta enfermedad casi destruye la industria del gusano de seda a mitad del siglo XIX, y 
desde entonces, han causado importantes pérdidas económicas en la apicultura para 
producción de miel y en la industria pesquera (Franzen, 2008; Wittner, 1999). Las 
primeras infecciones por microsporidios en mamíferos fueron reportados en el conejo 
en 1922  por Wright y Craighead (Wright y Craighead, 1922). Actualmente, se sabe que 
los microsporidios infectan comúnmente los animales de laboratorio, los animales de 
granja y animales domésticos (Weber et al., 1994; Didier et al., 1998; Snowden et al., 
1998). El primer caso documentado de microsporidiosis en humanos fue publicado en 
1959, esto ocurrió en un niño de nueve años de edad, con dolores de cabeza, fiebre y 
convulsiones (Matsubayashi et al., 1959). La microsporidiosis fue notificada raras veces 
en los seres humanos hasta que la pandemia del SIDA se desarrolló, y desde 1985, ha 
sido reconocida como una infección oportunista asociada con diarrea persistente en 
individuos inmunocomprometidos, especialmente en personas con SIDA y los 
receptores de trasplante de órganos. Actualmente, la enfermedad “diarrea del viajero” 
en adultos y niños ha sido debido a microsporidios, lo que sugiere que estas infecciones 
pueden ser más comunes de lo que actualmente se han reportado (Schwartz y Bryan, 
1999). 
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Existen aproximadamente 1200 especies de microsporidios que infectan a 
invertebrados y vertebrados(Wittner, 1999). La mayoría de especies de microsporidios 
infectan artrópodos y peces, pero 15 especies de microsporidios son actualmente 
conocidos por infectar a mamíferos. Enterocytozoon bieneusi, Encephalitozoon 
intestinalis, y Encephalitozoon hellem son los microsporidios con mayor frecuencia en 
mamíferos incluyendo al humano (Wright y Craighead, 1922; Weber et al., 1994; 
Wittner, 1999). Enterocytozoon bieneusi es el microsporidio más común reportado para 
mamíferos no humanos. Lo peculiar de este enteropatógeno es el de poseer múltiples 
genotipos (Mathis et al., 2005).  
 
Enterocytozoon bieneusi pueden infectar hospedadores de todas las edades. No 
obstante, generalmente los jóvenes se infectan con mayor frecuencia que los adultos. 
Los signos clínicos que ocasionan pueden variar dependiendo de la edad y estado de 
salud del hospedador, así como el origen genético y la dosis infectiva  (Desportes et al., 
1985; Didier et al., 1998; Didier, 2005; Thellier y Breton, 2008).  
 
1.2. Biología 
1.2.1.  Estatus taxonómico y filogenia 
En 1857, Nagëli clasificó el primer microsporidio, Nosema bombycis, dentro de 
la clase Schizomycetes, que en ese momento incluía también a las levaduras y bacterias. 
En 1882, Balbiani definió el orden de Microsporidia, y en 1976, Sprague separa los 
microsporidia en el filo Microspora, dentro del reino animal Protozoa. En 1998, 
Cavalier-Smith transfiere los microsporidia dentro del reino Fungi (Cavalier-Smith, 
1998; Wittner, 1999). 
 
La clasificación taxonómica de los microsporidios fueron hechas en base de sus 
hospedadores definitivos y las características ultraestructurales, tales como el tamaño de 
los organismos, desarrollo y madurez, disposición núcleo (monocarionte o 
diplocarionte), número de bobinas de filamentos polares, la interfaz con la célula 
huésped durante el desarrollo y el modo de la célula y la división nuclear (división 
binaria, con cariocinesis citocinesis retraso) (Didier et al., 1998; Wittner, 1999). 
Posteriormente, métodos de biología molecular han sido utilizados para clasificar los 
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microsporidios, y en 1986, Vossbrinck y sus colegas informaron que los microsporidios 
eucariota poseen ribosomas muy parecidos a los procariotas, debido a que los genes 
ribosomales codifican las subunidades 16S y 23S, independientemente a la subunidad 
5.3S, tal como se observa típicamente en eucariotas (Vossbrinck et al., 1987; Weiss y 
Vossbrinck, 1999). 
 
Edlind  et al. (1996), reportaron que las secuencias de los genes α-tubulina y β-
tubulina, de los microsporidio, estaban más estrechamente relacionados con los hongos 
que con los protozoos. Así mismo, las secuencias del gen mitocondrial HSP70 para los 
microsporidios, Varimorpha necatrix y Nosema locustae, se identificaron y se encontró 
que estaban más estrechamente relacionados con las secuencias del gen HSP70 de 
hongos que de protozoos ( Germot et al., 1997; Germot y Philippe, 1999). Estos 
hallazgos sugieren que los microsporidios están estrechamente relacionados con los 
hongos, y son organismos eucariotas (Embley y Hirt, 1998). 
 
Actualmente las especies E. bieneusi presentan una sub nomenclatura molecular 
con respecto a sus genotipos. Los genotipos de E. bieneusi (Thellier y Breton, 2008; 
Santin y Fayer, 2009) no presentan ningún estado taxonómico, únicamente esta 
información es valiosa en la identificación genética de organismos para los cuales la 
biología limite la información. 
 
El estatus taxonómico de E. bieneusi, que actualmente es válido para la especie, 
es la siguiente: 
 
Filo: Microspora (Sprague, 1977) 
Clase: Microsporea (Delphy, 1963) 
Orden: Microsporida (Balbiani, 1882) 
Familia: Enterocytozoonidae (Cali & Owen, 1990) 
Género: Enterocytozoon (Desportes et al., 1985) 
Enterocytozoon bieneusi (Desportes et al., 1985) 
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1.2.2. Morfología 
Hay dos fases en el desarrollo de microsporidios: una fase de proliferación 
(merogonia), la cual ocurre dentro de la célula huésped y una fase esporogonica 
(esporogonia), en la cual los esporontes producen los esporoblastos, ellos maduraran 
para la formación de esporas. Las esporas son la única etapa de los microsporidios fuera 
de la célula huésped (Vavra y Larsson, 1999). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 1. Diagrama de una espora de 
microsporidio (Franzen, 2005). 
 
 
 
Figura. 2. Ultraestructura de una espora 
microsporido. Microfotografía electrónica de 
transmisión de una espora demostrando el tubo 
polar en sección transversal (flecha) (Xu y 
Weiss, 2005). 
 
La fase infecciosa de los microsporidios es la espora, y las especies que se 
presentan en mamíferos son pequeñas y de forma ovalada, de unos 1,0-3,0 um 1,5-4,0 
um (Vavra y Larsson, 1999). Las esporas de E. bieneusi y la mayoría de las especies de 
microsporidios, son resistentes al medio ambiente. Están rodeadas por una capa externa 
compuesta de glicoproteína, una endospora compuesta de quitina y una membrana 
plasmática interna. El núcleo de los microsporidios puede ser como monocarionte (un 
solo núcleo), como se observa en las especies de Encephalitozoon, Enterocytozoon, 
Pleistophora y Trachipleistophora, o como diplocarionte (con dos núcleos adosados 
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que funcionan como una sola unidad), como se observa en las especies de Brachiola, 
Nosema, y Vittaforma (Didier et al., 2004). Las esporas maduras contienen una vacuola 
en la región posterior, y en la región anterior contiene un disco de anclaje, así como 
atípicos aparato de Golgi denominados polaroplastos (Fig. 1 y 2) ( Vavra y Larsson, 
1999; Didier et al., 2004). El filamento polar es una estructura única de los 
microsporidios, es un tubo hueco que se produce desde el disco de anclaje, que se va 
enrollándose en la región medio-posterior de la espora. Con un cambio en el pH o la 
presión osmótica, la vacuola posterior y el polaroplasto se hinchan debido a la absorción 
de agua, ejerciendo presión para inducir la eversión del filamento polar ( Undeen, 1990; 
Keohane y Weiss, 1999). 
 
1.2.3. Genotipos 
Los genotipos de E. bieneusi, actualmente están divididos en cinco grupos 
principales, numerados del 1 al 5 ( Thellier y Breton, 2008; Santin y Fayer, 2009). El 
Grupo 1 es el grupo más grande y alberga principalmente a genotipos de humanos y 
cerdos. En este grupo también se incluyen algunos genotipos reportados para gatos y 
animales silvestres. El único genotipo conocido para camélidos sudamericanos es 
llamado genotipo P, este fue reportado de una llama adulta de un zoológico de 
Alemania y también está incluida en el grupo 1 (Dengjel et al., 2001; Sulaiman et al., 
2004).  
 
Los Grupos 2, 3 y 4 de E. bieneusi, están conformados por genotipos exclusivos 
para animales. El Grupo 2  alberga a 10 genotipos reportados sólo en ganado y uno 
encontrado en pollo (Dengjel et al., 2001; Reetz et al., 2002; Santin et al., 2004; Fayer 
et al., 2007).  El Grupo 3 está conformado por genotipos de gato y de la rata almizclera 
(Ondatra zibethicus) (Sulaiman et al., 2003; Lobo et al., 2006b) y en el Grupo 4 están 
incluidos genotipos propios para el mapache (Procyon lotor) (Sulaiman et al., 2003). 
Por último, en el Grupo 5 se tiene a 2 genotipos, uno reportado para humanos en 
Camerún y el otro para primates del nuevo mundo, del genero Callithrix (ver Anexo 1) ( 
Lobo et al., 2006b; Breton et al., 2007). 
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1.2.4.  Ciclo de Vida 
Las infecciones en los mamíferos, generalmente ocurren después de la ingestión 
o inhalación de esporas de microsporidios. Sin embargo, algunos microsporidios como 
E. cuniculi ha demostrado tener transmisión transplacentaria, ha sido reportado en 
carnívoros, especialmente en zorros y en perro doméstico, ocasionalmente en los 
primates no humanos, caballos, conejos y roedores, pero no ha sido reportado en 
humanos (Didier et al., 1998; Didier et al., 2005). Las infecciones por microsporidios 
también se han transmitido a los seres humanos por un traumatismo o por contacto 
directo. Existen reportes que la microsporidiosis ha sido transmitida a los animales de 
laboratorio por inoculación intraperitoneal, intravenosa, intrarectral, intratraqueal e 
intracerebral (Shadduck y Orenstein, 1993; Weber et al., 1994; Snowden et al., 1998). 
El sitio inicial o primario de la infección depende de la vía de transmisión, y por lo 
general se produce en las células epiteliales de los tractos gastrointestinal o respiratoria. 
Después de la germinación y la infección de las células huésped, los organismos se 
multiplican durante merogonia y se diferencian en las esporas durante esporogonia 
(Didier et al., 1998). 
 
E. bieneusi es la única especie asignada al género, Enterocytozoon, que parasita 
a los mamíferos. Estos organismos se desarrollan en contacto directo con el citoplasma 
de la célula huésped (Desportes et al., 1985; Cali y Owen, 1990; Cali y Takvorian, 
1999; Vavra y Larsson, 1999). Las etapas iniciales sufren una división nuclear para 
generar plasmodios merogonial multinucleados que contienen hendiduras electro- 
lúcidas. Durante la esporogonia, las organelas desarrollan filamentos polares alrededor 
de cada núcleo en el plásmido esporogonial. Las  infecciones primarias por E. bieneusi 
se dan en las células endoteliales del intestino delgado y de la vesicular biliar, las 
esporas maduras son liberadas al lumen intestinal y eliminadas en las heces de los 
hospederos (Kotler y Orenstein, 1998; Kotler y Orenstein, 1999). Las esporas maduras 
de E. bieneusi poseen un solo núcleo, contienen un filamento polar que se enrolla 
aproximadamente seis veces en una alineación de dos hileras, y son los más pequeños 
de los microsporidios, midiendo aproximadamente 1,0 x 1,5 micras (Fig. 3) (Desportes 
et al., 1985). 
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Figura 3. Ciclo de vida de 
Enterocytozoon bieneusi. La forma 
infecciosa de los microsporidios es la 
espora, que puede sobrevivir durante 
largo tiempo en el medio ambiente (1). 
La espora expulsa su túbulo polar e 
infecta a la célula hospedera (2). La 
espora inyecta el esporoplasma en la 
célula eucariótica hospedera a través 
del túbulo polar (3). Dentro de la 
célula, el esporoplasma sufre 
multiplicación extensa ya sea por 
merogonia (fisión binaria) o 
esquizogonia (fisión múltiple) (4). 
Este desarrollo ocurre en contacto 
directo con el citoplasma de la célula 
hospedera. Ya sea libre en el 
citoplasma o en el interior de una 
vacuola parasitófora, los 
microsporidios se desarrollan por 
esporogonia en esporas maduras (5). 
Durante la esporogonia, una pared 
gruesa se forma alrededor de la 
espora, que proporciona resistencia a 
las condiciones ambientales adversas. 
Cuando las esporas aumentan en 
número y llenan completamente el 
citoplasma de la célula huésped, la 
membrana celular se rompe y libera 
las esporas a los alrededores (6). Estas 
esporas maduras libres pueden infectar 
nuevas células continuando así el ciclo 
(CDC, 2013). 
 
 
 
1.2.5. Invasión celular 
A principios del siglo XIX, fue reconocida por primera vez las funciones del 
filamento polar para llevar a cabo la esporoplasma a una nueva célula huésped. Desde 
entonces, se han propuesto varias teorías que participan en el mecanismo de la salida del 
esporoplasma de la espora y la función del filamento polar en este proceso (Dissanaike 
y Canning, 1957; Weiser, 1959; Huger, 1960; David y Weiser, 1993). Antiguamente se 
pensaba que el filamento polar era una organela sólida, con el esporoplasma adjunto. 
Actualmente, la teoría más acepta es que el filamento polar,  primero enrollado en masa, 
se desenrolla arrastrando a la esporoplasma de la espora dentro de la célula hospedera 
(Fig. 4) (Dissanaike y Canning, 1957; Franzen, 2008). 
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La naturaleza tubular del filamento polar fue propuesta por Morgenthaler en 
1922, tras la observación de la aparición de una masa fluida en la punta del filamento 
polar extruido de Nosema apis (Morgenthaler, 1922; Franzen, 2008). Esta observación 
fue confirmada más tarde por Oshima, quien sugirió que el esporoplasma de las esporas 
pasan a través del filamento hueco polares formados durante la descarga en las células 
epiteliales del intestino del insecto (Ohshima, 1937). Kudo y Daniels confirmaron 
finalmente la naturaleza tubular del filamento polar (Kudo y Daniels, 1963), y Kramer 
observó que el esporoplasma de un microsporidio pasa a través de un tubo polar 
extruido (Kramer, 1960), lo cual fue confirmado más tarde por otros investigadores 
(West, 1960; Lom y Vávra, 1963). En 1962, Lom y Vávra presentaron la primera 
película de extrusión de filamento polar y el paso del esporoplasma a través del 
filamento. Este proceso único fue estudiado por Albert Undeen, quien contribuyó con 
resultados significativos en el fenómeno de extrusión del filamento polar de los 
microsporidio (Undeen y Avery, 1988; Undeen, 1990; Undeen y Frixone, 1991a, b). Así 
mismo, Earl Weidner desde la década de 1970 contribuyó con una lista amplia de 
trabajos científicos que tratan sobre el filamento polar de los microsporidio, la invasión 
en las células, y desarrollo intracelular de los microsporidios (Weidner, 1976, 1982; 
Weidner y Byrd, 1982; Pleshinger y Weidner, 1985; Weidner y Sibley, 1985). 
 
A pesar que la función y el mecanismo de extrusión del tubo polar han sido 
reconocidos hace más de 100 años, y del conocimiento sobre la composición y función 
de este órgano se ha incrementado notablemente durante los últimos años, aun no está 
bien claro como el tubo polar penetra en la membrana de la célula hospedera (Keohane 
y Weiss, 1999; Xu y Weiss, 2005). El tubo polar tiene un diámetro muy estrecho, mide 
de 0,1 a 0,2um, y es emitido a partir de la espora con una fuerza considerable. 
Inicialmente, se divulgo que el tubo polar penetra en la membrana plasmática de la 
célula huésped nueva, como si fuera una aguja hipodérmica para inyectar el 
esporoplasma en el citoplasma del hospedador (Fig. 2) (Keohane y Weiss, 1999). 
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Figura 4. Conceptos hipotéticos de la invasión celular de microsporidios. 1. Esporas de 
microsporidios libre. 2. Perforación de la membrana de la célula huésped por el tubo 
polar extruido y la inyección de la esporoplasma en la célula huésped. 3. Perforación 
de la membrana de la célula huésped por el tubo polar extruido y la inyección de la 
esporoplasma en la célula huésped después de la interacción entre la espora 
microsporidios y la membrana celular y el inicio de la endocitosis de la espora. 4. La 
infección secundaria, a partir de la vacuola parasitófora, o desde el citoplasma de la 
célula, de la misma o de una celda adyacente a través del tubo polar. 5. Fagocitosis del 
tubo polar previamente extruido (Franzen, 2005).  
 
Estudios recientes utilizando Encephalitozoon spp., han indicado que el tubo 
polar puede entrar en las células nuevas de acogida por un proceso casi fagocítico sin 
destruir la membrana de la célula huésped. El posible desarrollo de este proceso de 
penetración se puede ver por microscopia electrónica en la exploración de 
Encephalitozoon spp., incluyendo el túnel de invaginación ocasionado por la 
penetración del tubo polar (Magaud et al., 1997; Schottelius et al., 2000; Bigliardi y 
Sacchi, 2001). Otro esquema se ha sugerido para la entrada de los microsporidios (E. 
intestinalis) en los fagocitos no profesionales (células Caco-2), implican una interacción 
específica entre el polo posterior de la espora microsporidio y la membrana celular, la 
extrusión del tubo polar, y fagocitosis inducida de la esporoplasma dentro de una célula 
hospedera (Foucault y Drancourt, 2000). Por el contrario, otros estudios sugieren que el 
proceso de fagocitosis se produce por el contacto de la espora ápice con la membrana de 
la célula huésped (Magaud et al., 1997). Sin embargo, no existe evidencia de 
endocitosis mediada por receptores. Por lo tanto, la extensión del tubo polar también 
puede ser una adaptación para permitir a la espora no móvil, interactuar con las células 
diana más o menos lejana. En la actualidad, la mayoría de estos conceptos siguen siendo 
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hipotéticos y debe ser verificada debido a que es difícil distinguir si un tubo polar que 
descarga su material en una célula hospedera (Magaud et al., 1997; Foucault y 
Drancourt, 2000). 
 
Bajo condiciones experimentales en cultivos de células, las esporas de muchos 
microsporidios entrar en el citoplasma de internalización de las esporas sin necesidad 
del tubo polar (Weidner, 1982). Esta absorción puede ser inhibida por citocalasina D, lo 
que sugiere que la entrada de las esporas en las células está mediada por fagocitosis 
dirigida, dependiente de actina. Se ha demostrado que las esporas dentro de los 
compartimentos lisosomales se digieren rápidamente, sin embargo, algunos 
esporoplasmas logran escapar de los lisosomas y pueden infectar el citoplasma de las 
células huésped vecina por la descarga del tubo polar. El esporoplasma de estas esporas 
y las esporas que se inyecta el tubo polar desde fuera de las células parecen ser la única 
fuente para el establecimiento de un nuevo ciclo de vida de los microsporidios dentro de 
las células. El origen de esta vacuola parasitófora todavía no está claro (Fig. 3). 
Conceptos similares se han sugerido en estudios anteriores (David y Weiser, 1993; 
Keohane y Weiss, 1999), pero la evidencia experimental se ha logrado recientemente 
(Franzen, 2004, 2005; Franzen et al., 2005). 
 
1.3. Epidemiología 
El microsporidio E. bieneusi tienen una distribución mundial y se puede 
encontrar en una amplia lista de mamíferos como hospedadores(Franzen, 2008; Santin y 
Fayer, 2009). Desde su descubrimiento, ha sido relacionada con enfermedad 
gastroentericas, principalmente diarrea, en hospedadores inmunosuprimidos, 
principalmente humanos(Franzen, 2008).  
 
Un factor de riesgo asociado de manera consistente con la microsporidiosis en 
los estudios epidemiológicos, es el contacto con el agua (Hutin et al., 1998; Dascomb et 
al., 2000). Algunas de las especies de microsporidios que infectan a animales y a los 
seres humanos, incluyendo a E. bieneusi, E. intestinales y B. algerae, han sido 
identificados en aguas subterráneas, superficiales, zanja, y de  riego de cultivos (Avery 
y Undeen, 1987; Sparfel et al., 1997; Dowd et al., 1998; Fournier et al., 2000; Fournier 
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et al., 2002; Thurston-Enriquez et al., 2002). Además, se han identificado esporas de E. 
bieneusi  en heces de animales que se relacionan estrechamente con las aguas 
superficiales (Sulaiman et al., 2003). Así mismo, se observó un aumento de la 
frecuencia de microsporidiosis entre las personas que viven cerca de los subsistemas de 
distribución de agua en Francia (Cotte et al., 1999). Otro factor importante en la 
epidemiología y modo de transmisión del E. bieneusi es la falta de especificidad del 
hospedador (Franzen y Muller, 1999). 
 
Los datos sobre las características epidemiológicas de la microsporidiosis están 
aumentando rápidamente, pero aún quedan muchas preguntas sin respuesta. Las 
estimaciones fiables sobre prevalencia de la enfermedad no está bien documentada, 
debido a que casi todos los estudios publicados no se basan en muestras verdaderamente 
al azar sino que se refieren a poblaciones de pacientes muy seleccionados, tales como 
pacientes infectados por VIH con diarrea crónica(Mathis et al., 2005). Diferentes 
métodos de diagnóstico, diseño de los estudios no controlados y no aleatorios, así como 
numerosas especies con diversas manifestaciones clínicas hacen que sea muy difícil 
entender la verdadera carga de la microsporidiosis. Los estudios sobre E. bieneusi en 
pacientes con SIDA con diarrea crónica han descrito prevalencias entre el 4% y 50%, 
dependiendo del grupo de estudio y el método de diagnóstico. En conjunto, estos 
estudios han evaluado más de 2500 pacientes y se confirmó unos 500 casos de infección 
por E. bieneusi (20%) y el número total de casos reportados supera los 1000 ( Mathis et 
al., 2005; Franzen, 2008). 
 
Once años después de su descubrimiento como un patógeno humano, E. bieneusi 
fue por primera vez detectado en animales (cerdos) (Deplazes et al., 1996), y estudios 
posteriores han confirmado la presencia de E. bieneusi en cerdos y terneros, con una 
alta prevalencia (Breitenmoser et al., 1999). El parásito también se ha detectado en 
gatos, perros, cabras, llama y una gran variedad de especies de mamíferos silvestres 
(Mathis et al., 2005; Franzen, 2008). 
 
Cuarenta y uno de los diferentes genotipos de E. bieneusi infectan a animales 
domésticos, pero existe poca información sobre la distribución geográfica de los 
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genotipos de origen animal y humano (Santin y Fayer, 2009). Solamente ocho genotipos 
parecen tener un potencial zoonótico, debido a que han sido descubierto en hospederos 
vertebrados con aparente grado de especificidad, además de presentar la misma 
caracterización molecular en los aislados de animales y humanos (Sulaiman et al., 2003; 
Lobo et al., 2006a; Lobo et al., 2006b; Cama et al., 2007; Santin y Fayer, 2011).   
 
1.3.1. Prevalencia y distribución geográfica 
La infección por E. bieneusi en humanos y animales se produce por todo el 
mundo, pero los datos de prevalencia varían ampliamente debido a la falta de fiabilidad 
de los métodos de detección (Bryan y Schwartz, 1999). Antes de la pandemia del SIDA, 
la microsporidiosis fue raramente identificada en el hombre (Kotler y Orenstein, 1998; 
Didier et al., 2004). Los datos de prevalencia de microsporidiosis en las poblaciones 
humanas antes de la era del SIDA se basó en pruebas serológicas para la detección de 
anticuerpos de E. cuniculi. E. cuniculi, fue el único microsporidios de mamíferos que 
podían ser cultivados in vitro y ofrecer antígenos necesarios para los ensayos. Los 
estudios de seroprevalencia indicaban rangos de 0 a 42% con tasas más altas en 
hombres homosexuales en Suecia y en personas con otras infecciones parasitarias 
(Hollister y Canning, 1987; Hollister et al., 1991; Didier et al., 2004). 
Retrospectivamente, la interpretación de estos resultados serológicos se limita ahora que 
se conoce nuevas especies de microsporidios, incluyendo E. bieneusi que aún no se 
puede mantener en cultivo in vitro y así generar cantidades suficientes de antígeno 
necesario para las pruebas sexológicas (Didier et al., 1998). Además, las personas con 
otras infecciones parasitarias presentan una activación policlonal de los linfocitos, 
condiciendo a la expresión de anticuerpos de reacción cruzada y resultados falsos 
positivos para microsporidios. Recientemente se han realizados estudios serológicos 
para la detección de anticuerpos específicos contra microsporidios en individuos VIH-
seronegativos, como los donantes de sangre, trabajadores de mataderos, criadores de 
perros, trabajadores forestales, y las mujeres embarazadas. Estas tasas de 
seroprevalencia oscilaban entre 1,3 a 8,0% (van Gool et al., 1997; Kucerova-
Pospisilova y Ditrich, 1998; del Aguila et al., 2001). 
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Las pruebas serológicas son poco fiables en personas con inmunodeficiencia por 
el VIH, por lo que los estudios de prevalencia en estos individuos se han basado en la 
detección directa de los organismos. Estudios realizados indican que la mayoría de estas 
personas estaban infectadas con E. bieneusi con tasas de prevalencia que van desde 5 a 
50%, variando según la ubicación geográfica y las técnicas de diagnóstico (Deplazes et 
al., 2000; Weber et al., 2000). Basado en la evaluación de estos estudios, Bryan y 
Schwartz (1999) sugiere una prevalencia aproximada global de microsporidiosis en un 
15% de los pacientes con SIDA (Bryan y Schwartz, 1999). 
 
1.3.2.  Fuentes de infección y modo de transmisión 
La microsporidiosis por E. bieneusi, es una infección emergente y relativamente 
poco conocida. Solo se han realizado pocos estudios para determinar el origen y el 
modo de transmisión. Actualmente existen reportes de casos individuales de 
microsporidiosis en humanos, así como infecciones naturales y experimentales en 
animales. Estos estudios han proporcionado información acerca de los probables modos 
de transmisión de los microsporidios a los seres humanos (Shadduck et al., 1996; 
Deplazes et al., 2000). Las observaciones que los microsporidios son ubicuos en la 
naturaleza y que las infecciones se producen en todo el mundo sugieren que existen 
varios mecanismos de transmisión y reservorios para las infecciones humanas (Didier et 
al., 2004). 
 
1.3.2.1. Humanos (Transmisión vertical y Horizontal) 
La transmisión vertical de la microsporidiosis de madre a hijo se ha descrito en 
roedores, conejos, carnívoros y en primates no humanos (Snowden et al., 1998; 
Snowden y Shadduck, 1999). La transmisión vertical de microsporidiosis en los seres 
humanos aún no ha sido documentada(Didier et al., 2004). 
 
La presencia de microsporidios en el tractos respiratorio e intestinal de los 
individuos infectados; así como la excreción de esporas en la orina y las heces indican 
que la transmisión horizontal es posible a través de rutas que incluyen la transmisión 
fecal-oral, la transmisión oral-oral, la inhalación de aerosoles contaminados, y la 
ingestión de alimentos y agua contaminados (Bryan y Schwartz, 1999; Deplazes et al., 
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2000; Mota et al., 2000; Weber et al., 2000). Los factores de riesgo asociados con la 
transmisión horizontal incluye las prácticas homosexuales, el uso de drogas por vía 
intravenosa, y la exposición al agua de las piscinas y bañeras de agua caliente, así como 
el contacto profesional con agua (Hutin et al., 1998; Dascomb et al., 2000; Didier et al., 
2004). 
 
Experimentalmente, los animales pueden ser infectados con E. bieneusi, 
Encephalitozoon sp., y B. algerae por la alimentación oral, inoculación intrarrectal o 
mediante la administración de los organismos sobre el ojo, respectivamente (Fuentealba 
et al., 1992; Tzipori et al., 1997; Koudela et al., 2001), estos reportes apoyan a la 
probabilidad de que la transmisión horizontal pueda ocurrir en humanos. 
 
1.3.2.2. Animales (Potencial zoonótico) 
La transmisión zoonótica de E. bieneusi sigue sin estar claro. Sin embargo, se 
han identificado a una amplia gama de animales que son reservorios de genotipos de E. 
bieneusi que son reportados en humanos (Santin y Fayer, 2011). Un estudio encontró 
una cantidad inusual de genotipos de E. bieneusi en siete cobayos y un niño de 2 años 
provenientes el mismo hogar. Esta particularidad genética del parásito, así como su gran 
incidencia en otros cobayos de la comunidad, sugieren la posibilidad de transmisión 
zoonótica de la infección al niño a estudiar (Cama et al., 2007).  
 
Muchas especies de microsporidios que infectan a los humanos, pueden infectar 
a una amplia variedad de animales, esto apoya a la probabilidad de que ocurra la 
transmisión zoonótica. Bajo condiciones experimentales, las esporas de microsporidios 
permanecen viables en el agua, incluso después de la desecación y en diferentes 
temperaturas. Esta resistencia de las esporas sugiere que la transmisión indirecta de los 
microsporidios zoonóticos podría ocurrir entre animales y humanos a través de la 
exposición al agua contaminada, los alimentos o los aerosoles (Bryan y Schwartz, 1999; 
Didier et al., 2004). 
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1.3.2.3. Agua (Transmisión por agua) 
Las esporas de los microsporidios que infectan a los humanos y animales pueden 
ser excretados fácilmente con la orina y las heces, y de ese modo contaminar 
suministros de agua. Las esporas de microsporidios son resistentes al medio ambiente y 
pueden sobrevivir durante largos periodos de tiempo en el agua. Así mismo, las esporas 
son relativamente pequeñas y no son atrapados fácilmente por filtración, esto puede 
favorecer a la infección debido a que la dosis infecciosa es probablemente bastante bajo 
(Franzen y Muller, 1999). Muchas especies de microsporidios que infectan a los seres 
humanos se han identificado en diversas fuentes de agua incluyendo las aguas 
subterráneas, superficiales y zanjas. Las esporas de E. bieneusi se han identificado en 
heces de animales silvestres (castores) que están estrechamente relacionados con el agua 
superficial. En los estudios epidemiológicos, los factores de riesgo asociados con 
microsporidiosis humana incluyen la exposición a aguas recreativas, baños calientes, 
aguas tratadas y agua potable (Hutin et al., 1998; Dascomb et al., 2000), el aumento de 
las tasas de infección se asoció con la gente que vive cerca de los subsistemas de 
distribución de agua (Cotte et al., 1999). 
 
1.3.2.4. Alimento (Trasmisión por alimento) 
Los microsporidios se encuentran en la lista de parásitos transmitidos por 
alimentos, esto debido a la globalización de los alimentos,  transporte de los alimentos, 
aumento de los viajes de los consumidores, y los cambios en los patrones de consumo 
de alimentos ( Slifko et al., 2000; Orlandi et al., 2002a; Orlandi et al., 2002b).  
 
En un estudio epidemiológico reciente, comer carne poco cocida al menos una 
vez al mes se asociaba con la microsporidiosis en individuos infectados por el VIH 
(Hutin et al., 1998). Buckholt et al., (2002) identificó esporas de E. bieneusi en cerdos 
en un matadero en Massachusetts, EE.UU., esto sugiere que una pobre cocción de la 
carne puede tener la probabilidad de transmitir la microsporidiosis (Buckholt et al., 
2002).  
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1.3.2.5. Artrópodos (Transmisión por vectores) 
También existe evidencia que implica la transmisión por vectores para la 
microsporidiosis. Brachiola (sin. Nosema) algerae, es un patógeno natural de los 
mosquitos, no causa infecciones sistémicas en las ratas o los ratones después de las 
inoculaciones por vía intravenosa u oral, pero las infecciones localizadas se desarrolló 
después de la inoculación subcutánea en la cola, los pies o las orejas (Undeen y Alger, 
1976; Trammer et al., 1997). Esto sugiere que el crecimiento de B. algerae se limitó a 
temperaturas por debajo de 37 °C. Por otro lado, B. algerae fue identificado y aislado de 
la córnea de un individuo inmunocomprometido, y adaptadas a temperaturas de 37 °C 
(Moura et al., 1999; Lowman et al., 2000).  
 
Actualmente, se conoce a una especie de Enterocytozoon, Enterocytozoon 
hepatopenaei, capaz de infectar el langostino (Penaeus monodon) (Tourtip et al., 2009), 
sin embargo, hasta la fecha no se han reportado infecciones en mamíferos por esta 
especie. En un estudio epidemiológico, uno de los factores de riesgo asociados con 
microsporidiosis en individuos infectados por VIH fue el haber sido picado por una 
abeja, avispa o avispón, este estudio apoya la posibilidad de transmisión por vectores 
(Dascomb et al., 2000). 
 
1.4. Lesiones 
En los humanos, E. bieneusi infectan principalmente los enterocitos del intestino 
delgado (yeyuno y el duodeno) y las células epiteliales de las vías biliares. En los 
enterocitos, los organismos se replican en la región supranuclear y por lo general hacen 
que el núcleo de la célula huésped se deforme o deslice. La replicación del E. bieneusi 
se asocia con la pérdida de las vellosidades de los enterocitos, atrofia de las vellosidades 
(aplanamiento), mala absorción de la D-xilosa, hiperplasia de las criptas, infiltración de 
células mononucleares, y la disminución de la actividad de las disacaridasas intestinales 
(Weber et al., 1994; Kotler y Orenstein, 1998; Kotler y Orenstein, 1999).  
 
En las heces de los pacientes con SIDA que se encuentran infectados con 
microsporidiosis, se detecta en niveles relativamente altos del factor de necrosis tumoral 
alfa (TNF-α) y una citoquina inflamatoria, y se presume que estos cambios estén 
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asociada con microsporidiosis en pacientes con SIDA (Sharpstone et al., 1997). En el 
primates no humano “Macaco Rhesus” (Macaca mulatta), infectados naturalmente o 
experimentalmente con E. bieneusi, los organismos infectan principalmente la vesícula 
biliar y vías biliares. Las lesiones causadas son la hiperplasia del epitelio biliar, 
infiltración de células mononucleares y fibrosis periportal (Chalifoux et al., 1998; 
Mansfield et al., 1998; Green et al., 2004). 
 
1.5. Diagnóstico 
Los microsporidios son todavía difíciles de diagnosticar, a pesar de los grandes 
avances moleculares para el diagnóstico realizados en la última década. El diagnóstico 
de microsporidiosis en los vertebrados depende del estado inmunológico de la especie 
hospedadora, así como del microsporidio infestante. Por ejemplo, los conejos de 
laboratorio inmunológicamente sanos, roedores, y en algunos perros, se puede hacer el 
descarte de E. cuniculi mediante pruebas serológicas como ELISA, así como 
inmunofluorescencia indirecta (IFA) para la detección de anticuerpos. Sin embargo, las 
infecciones  por microsporidios en animales inmunodeficientes, que no tienen una 
buena respuesta inmunológica a la infección, debe basarse en otros métodos de 
diagnóstico. Uno de los métodos de diagnóstico es la histopatología, en esta técnica se 
emplea colorantes especiales como colorante Gram Browns & Hopps, tinción tricrómica 
modificada y tinción de PAS (Gardiner et al., 1998). La presencia de esporas de 
microsporidios en heces, orina y líquido cefalorraquídeo pueden ser detectados por 
microscopía de campo claro, después de la tinción con tricrómico modificado y la 
tinción de Gram-cromotropo, así como por microscopía de fluorescencia (IFA) después 
de la tinción con calcofluor o Uvitex 2B (Fig. 5) (para detectar la quitina en la pared de 
las esporas) o por fluorescente hibridación in situ (FISH) (Didier et al., 1995; Moura et 
al., 1997; Joseph et al., 2006; Graczyk et al., 2007). Sin embargo, la microscopia de 
campo claro y los métodos de fluorescencia no son suficientes para determinar las 
especies de microsporidios, y la microscopía electrónica es poco práctico en la mayoría 
de las situaciones. Se han probado anticuerpos monoclonales contra esporas de E. 
bieneusi, estos anticuerpos no presentan reacción cruzada con otras especies 
Encephalitozoon (Accoceberry et al., 1999; Zhang et al., 2005). Estos podrían ser útiles 
para la detección de E. bieneusi, pero no puede diferenciar los aislamientos por debajo 
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del nivel de especie y actualmente no están disponibles para su distribución comercial. 
Métodos moleculares sensibles y específicos son utilizados para identificar genotipos de 
E. bieneusi y otros microsporidios. Pruebas de diagnóstico molecular para 
microsporidios han sido revisadas en detalle por Gosh y Weiss (2009). A pesar que las 
técnicas moleculares no están disponibles en laboratorios de diagnóstico clínico, son 
ampliamente utilizados en la investigación y algunos laboratorios de salud pública del 
gobierno. Debido a que la región espaciador transcrito interno ITS (por sus siglas en 
inglés de Internal Transcribed Spacer) del gen ARNr tiene un alto grado de diversidad 
entre los aislados, ha sido útil en muchos estudios para la detección e identificación de 
los genotipos de E. bieneusi  (Santin y Fayer, 2009). Otros marcadores de genes se están 
buscando, pero la confianza en la secuencia sigue siendo el estándar actual para la 
identificación. 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 5. Diagnóstico de Enterocytozoon bieneusi. Esporas observadas por microscopía de fluorescencia 
usando la técnica de Calcofluor (A). Tinción de tricromica modificada (B). Inmunofluorescencia indirecta 
usando anticuerpos policlonal murino (C) (Didier, 2000). 
 
1.6. Inmunología 
1.6.1. Respuesta inmune mediada por células 
La respuesta inmune mediada por células, parece ser la más importante para 
prevenir la enfermedad. Ratones atimicos, inmunodeficientes (SCID) y CD8 + T-cell 
knockout (KO), mueren a causa de la infección con microsporidios. Esto pudiera darse 
en humanos, por ejemplo, los pacientes con SIDA, pacientes tratados con terapia 
inmunosupresora y pacientes con trasplante de órgano) son particularmente susceptibles 
a la microsporidiosis (Schmidt y Shadduck, 1983; Koudela et al., 1993; Didier, 1999; 
Khan et al., 1999). Ratones atímicos y SCID pueden ser protegidos de las infecciones 
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por E. cuniculi letal, por la transferencia de células T  sensibilizados de bazo. La 
transferencia de linfocitos B sensibilizados, macrófagos, o suero hiperinmune no 
prolongan la supervivencia de los ratones (Schmidt y Shadduck, 1983, 1984). 
 
Las células T CD4 + y CD8 + son probablemente importantes en la resistencia 
de la infección por microsporidios. Las células T CD8 + ratones KO aumentan y 
mueren en la infección por E. cuniculi. Sin embargo, las células T CD4 + de ratones KO 
sobreviven a la infección con E. cuniculi. Las células T CD4 + presentan importancia en 
la resistencia frente a microsporidios, debido a que en pacientes con SIDA que 
presentan niveles por debajo de 50 células T por microlitro de sangre, se hacen más 
susceptibles a presentar microsporidiosis (Kotler y Orenstein, 1998; Dascomb et al., 
1999; Khan et al., 1999; Kotler y Orenstein, 1999). 
 
La citoquina interferón-gamma (IFN-Ȗ) parece ser particularmente importante en 
la resistencia frente a microsporidios. Estudios in vitro demuestran que los macrófagos 
peritoneales murinos podrían ser activados para eliminar a E. cuniculi después de la 
incubación con IFN-Ȗ con o sin lipopolisacáridos (Didier, 1995). Se ha demostrado que 
ratones BALB/c infectados con E. cuniculi, aumentan los niveles séricos de IFN-Ȗ entre 
los días 11 y 22 post-infección en comparación con los sueros de los ratones no 
infectados (Khan y Moretto, 1999). Así mismo,  ratones tratados con anticuerpos anti- 
IFN-Ȗ eran susceptibles a infecciones por E. cuniculi hasta causar la muerte de los 
ratones (Achbarou et al., 1996; Khan y Moretto, 1999). 
 
1.6.2. Respuesta inmune humoral 
Las inmunoglobulinas IgM y IgG contra microsporidios, se generan en los 
hospederos inmunocompetentes infectados, y persisten durante toda la vida del 
hospedero (Didier et al., 1998; Didier, 1999). Las respuestas de anticuerpos son 
variables en hospederos inmunocomprometidos, y se presume que estos complejos 
inmunes son los responsables de generan la enfermedad renal. Ratones atímicos 
recibieron una transferencia pasiva de suero hiperinmune, la cual no protegió a los 
ratones frente a la infección por E. cuniculi ocasionándole la muerte. Esta resistencia 
por parte de los microsporidio se deba a la resistencia basada en estudios in vitro con E. 
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cuniculi. También, se ha demostrado que los anticuerpos opsonizan microsporidios para 
facilitar que sean fagocitados por los macrófagos (Schmidt y Shadduck, 1984; Enriquez 
et al., 1998).  
 
1.7. Tratamiento 
El albendazol y la fumagilina son los fármacos más comunes utilizados 
actualmente para tratar la microsporidiosis en animales y humanos. El bencimidazol, 
albendazol, es un inhibidor de tubulina (microtúbulos), es eficaz contra el 
Encephalitozoon que es un microsporidio que infecta a los mamíferos incluyendo a los 
humanos, pero presenta una eficacia variable contra el microsporidio E. bieneusi 
(Blanshard et al., 1992; Dieterich et al., 1994). El albendazol se administra 
generalmente en una dosis de 400 mg dos veces al día durante dos a cuatro semanas y se 
ha demostrado que elimina las infecciones por Encephalitozoon y Enterocytozoon. El  
benzimidazol, metronidazol, es efectivo contra los microsporidios, administrado en una 
dosis de 500 mg tres veces al día, pero puede producir un alivio temporal de síntomas 
debido a la infección por E. bieneusi (Gumbo et al., 1999). 
 
La fumagilina es un antibiótico producido por el hongo Aspergillus fumigatus, y 
es muy eficaz cuando se utiliza por vía tópica para el tratamiento de la 
queratoconjuntivitis por especies de Encephalitozoon (Friedberg y Ritterband, 1999). 
Cuando se administra sistémicamente a los seres humanos a una dosis de 20 mg tres 
veces al día, la fumagilina fue muy eficaz contra E. bieneusi, pero causó 
trombocitopenia de dos a tres semanas post administración (Molina et al., 1997). Un 
análogo de la fumagilina llamado TNP-470 (también llamado AGM-1470) es menos 
tóxico en animales de laboratorio, y se encontró que era tan eficaz como la fumagilina 
contra varias especies de microsporidios in vitro (Didier, 1997; Coyle et al., 1998; 
Didier et al., 2006). Otro tipo de medicamentos con resultados variables que han sido 
reportados para el tratamiento de la microsporidiosis en los humanos incluyen la 
furazolidona, sinefungin, atovacuona, azitromicina, itraconazol, octreotida y sulfamidas 
(Weber et al., 1994; Kotler y Orenstein, 1998; Kotler y Orenstein, 1999; Didier et al., 
2000). 
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2. Giardia duodenalis 
 
2.1. Introducción 
Giardia es un protozoario parásito que fue descrito por primera vez en el año 
1859. Sin embargo, la relevancia clínica de su  enfermedad “la giardiasis”, no se 
reconoció hasta finales del siglo 20 (Roberts-Thomson, 1993). En humanos, Giardia es 
reconocida como el parásito más común causante de diarrea. Estudios realizados por el 
Centro de Control y Prevención de Enfermedades (CDC), mencionan una taza de 280 
millones de infecciones al año (Yoder et al., 2010). La giardiasis es diagnosticada como 
una infección transmitida por agua y es de gran interés en las autoridades del agua 
potable. Debido al impacto en el desarrollo socioeconómico, especialmente en los 
países en desarrollo, Giardia  es incluida desde el 2004 en la iniciativa de 
“Enfermedades Olvidadas" (Neglected Disease) de la Organización Mundial de la Salud 
(OMS) (Lane y Lloyd, 2002; Savioli et al., 2006). 
 
En Medicina Veterinaria, Giardia tomo mucho interés en la década de 1990, 
impulsado principalmente por los problemas de salud pública, y en menor medida desde 
el punto de vista veterinario (Geurden et al., 2010). Por lo tanto, la investigación de 
Giardia en el área de Veterinaria, se centró en estudios epidemiológicos y moleculares 
del parásito. La caracterización molecular de los aislamientos de diferentes 
hospedadores fue necesaria para dilucidar el peligro de zoonosis. Todo esto debido a 
que la producción de los animales han sido considerados como un potencial reservorio 
de infecciones zoonóticas de las infecciones por Giardia en humanos (Feng y Xiao, 
2011). Actualmente, los estudios epidemiológicos moleculares y el análisis de genotipos 
han proporcionado una visión más amplia y detallada sobre el potencial zoonótico de 
los aislamientos de Giardia de animales de producción. Debido al énfasis de los 
patrones de transmisión, la relevancia clínica de la infección por Giardia en los 
animales se estudió sólo hasta cierto punto. En los animales de compañía, los 
veterinarios consideran a Giardia como una posible causante de diarrea. La prevalencia 
de Giardia en animales de producción es más elevada en comparación con los animales 
de compañía. Sin embargo,  no es muy reconocido como una enfermedad importante 
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para los veterinarios, debido a la vaguedad de los signos asociados con la infección 
(Xiao, 1994; Feng y Xiao, 2011). 
 
2.2. Taxonomía 
En el 1980, la clasificación de los protozoos fue considerada como un subreino 
con siete Filos. La Sarcomastigophora (conteniendo a los Mastigophora y Sarcodina), 
Apicomplexa, Microspora, Myxozoa y Ciliophora, los cuales contenían un numero 
importantes de parásitos. Actualmente, la clasificación de los protozoos los establece 
dentro del reino de los eucariotas y se reconoce un total de 13 Filos. Los flagelados, los 
cuales pertenecían a los Mastigophora ahora están distribuidos en cuatro filos: los 
Metamonada, Parabasalia, Percolozoa y Euglenozoa. Estos nuevos avances en los que 
respecta la taxonomía de los protozoos han llegado a realizarse gracias a los estudios 
moleculares, genéticos, estructurales y bioquímicos (Cox, 2002; Cavalier-Smith y Chao, 
2003; Plutzer et al., 2010). Por lo tanto, la antigua clasificación de Giardia, basada 
únicamente por su morfología (Fig. 6) era: Filo Sarcomastigophora, Subfilo 
Mastigophora (=Flagellata), Clase Zoomastigophorea, Orden Diplomonadida y Familia 
Hexamitidae (Morrison et al., 2007). De acuerdo con Cavalier-Smith  (Cavalier-Smith y 
Chao, 2003)la taxonomía y sistemática actual de Giardia es considerada en: 
 
Filo: Metamonada (Grassé, 1952) Cavalier-Smith, 1981 
Subfilo: Trichozoa (Cavalier-Smith 1996) Cavalier-Smith, 2003 
Superclase: Eopharyngia (Cavalier-Smith, 1993) Cavalier-Smith, 2003 
Clase: Trepomonadea Cavalier-Smith, 1993 
Subclase: Diplozoa (Dangeard, 1910) Cavalier-Smith, 1996 
Orden: Giardiida (Cavalier-Smith, 1996) 
Familia: Giardiidae (Cavalier-Smith, 1996) 
Género: Giardia (Kunstler, 1882) 
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Figura 6. Morfología del trofozoito de Giardia duodenalis (Monis et al., 2009) 
 
2.2.1. Especies de Giardia 
La taxonomía sobre las especies de Giardia fue revisado por muchos 
investigadores, siendo hasta ahora un problema de debate respecto a su nomenclatura 
(Thompson y Monis, 2004; Caccio et al., 2005; Monis et al., 2009). En la actualidad, 
seis especies de Giardia son aceptados por la mayoría de los investigadores: G. agilis,  
G. ardeae, G. muris, G. microti, y G. psittaci. Estas especies parasitan únicamente a 
animales, mientras que G. duodenalis infecta a los seres humanos y una variedad 
mamíferos (Cuadro 1). En 1997, Upton y Zien realizan una descripción de una especie 
única para los reptiles, fue conocida primariamente como G. duodenalis –like. Sin 
embargo, este parasito carecía en su mayoría de cuerpo mediano y tenía quistes 
binucleados, finalmente la especie fue considerada como G. varani (Upton y Zien, 
1997). Por cuestiones filogenéticas, se esperaba que los peces tengan una especie propia 
de Giardia. Sin embargo, un estudio realizado en Australia demostró ensamblajes 
zoonoticos (ensamblaje A y B), así como ensamblajes de rumiantes (ensamblaje E) y G. 
microti en peces de aguas dulces y marinas. Hasta ahora no está claro si en el estudio de 
Cuerpo basal 
Flagelo ventro-lateral 
Disco ventral 
Cuerpo medio 
Flagelo caudal 
Núcleo 
Cresta 
lateral 
Flagelo 
antero-lateral 
Flagelo 
postero-lateral Flagelo 
ventral 
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Australia los peces estaban infectados con Giardia, o solo actuaban como vectores 
mecánicos (Yang et al., 2010).  
 
Cuadro 1. Especies reconocidas en el género Giardia 1952-2007 *   
  
Especie Hospedero Características morfológicas 
Dimensiones del trofozoito 
Largo Ancho 
G. duodenalis Mamíferos 
domésticos y 
silvestres, 
incluyendo 
humanos 
Trofozoito en forma de pera, disco 
ventral a la mitad del cuerpo 
12–15 μm 6–8 μm 
G. agilis Anfibios Trofozoito alargado 20–30 μm 4–5 μm 
G. muris Roedores Trofozoito redondeado 9–12 μm 5–7 μm 
G. ardeae Aves Trofozoito redondeado, con 
prominente disco ventral 
~10 μm ~6.5 μm 
G. psittaci Aves Trofozoito en forma de pera, 
ausencia de flagelo ventro-lateral 
~14 μm ~6 μm 
G. microti Roedores Trofozoito similar a G. duodenalis 12–15 μm 6–8 μm 
     *Monis et al., 2009 
 
Los nombres de las especies Giardia duodenalis, Giardia intestinalis y Giardia 
lamblia son utilizados indistintamente en la literatura actual, refiriéndose al mismo 
organismo (Xiao y Fayer, 2008). Los nombres que son usados con mayor frecuencia son  
G. duodenalis y G. intestinalis, refiriéndose a la misma especie de Giardia que parasita 
a humanos, animales de compañía y al ganado. Estas opiniones difieren en cuanto a la 
legalidad del nombre G. intestinalis, en gran parte debido al no cumplir con las reglas 
del Código Internacional de Nomenclatura Zoológica (Monis et al., 2009; Thompson et 
al., 2000). Para efectos de consistencia, se decidió usar G. duodenalis en el presente 
manuscrito. En Medicina Humana, G. lamblia es comúnmente usado para tratar las 
especies de Giardia que infecta a los humanos (Monis et al., 2009). Debido a los 
numerosos análisis biológicos y genéticos recientes, se han demostrado que las especies 
de Giardia presente en humanos puedan también ser encontrados en una amplia gama 
de otras especies de mamíferos (Xiao y Fayer, 2008; Feng y Xiao, 2011). 
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A pesar que G. duodenalis es la única especie encontrada en humanos y otros 
mamíferos, ahora se considera a G. duodenalis un complejo de varias especies (Cuadro 
2). Históricamente, los análisis de aloenzimas, agrupo los aislamientos de humanos en 
dos ensamblajes genéticos (ensamblajes A y B), que abarcaba por lo menos cuatro 
grupos genéticos (grupos I a IV) (Monis y Thompson, 2003). Los análisis filogenéticos 
de secuencias de nucleótidos del gen de la subunidad menor (SSU) rRNA y otros genes 
que codifican la glutamato deshidrogenasa (GDH), β-Giardin (BG), factor de 
elongación 1 alfa (EF1), y triosephosfato isomerasa (TPI) han confirmado la 
singularidad genética de los ensamblajes A y B. Adicionalmente, linajes de G. 
duodenalis de los animales fueron identificados como: ensamblaje C y D para los 
perros, ensamblaje E para artiodáctilos, ensamblaje F de los gatos, ensamblaje G de los 
roedores y ensamblaje H para focas (Gaydos et al., 2008; Thompson et al., 2008; Xiao y 
Fayer, 2008; Lasek-Nesselquist et al., 2010; Yang et al., 2010). 
 
En vista de la especificidad de los ensamblajes para los hospedadores y las 
características genéticas de los ensamblajes de G. duodenalis, recientemente se ha 
intentado reutilizar algunos de los nombres de las especies utilizadas anteriormente en 
base a la ocurrencia en los hospedadores (Monis et al., 2009). Por lo tanto, se ha 
propuesto utilizar los nombres de G. duodenalis  al ensamblaje A, G. enterica para el 
ensamblaje B, G. canis para los ensamblajes C y D, G. bovis para el ensamblaje E, G. 
cati al ensamblaje F, y G. simondi al ensamblaje G (Thompson y Monis, 2004; 
Thompson et al., 2008; Monis et al., 2009; Yang et al., 2010). Esta sugerencia 
aparentemente tiene un sentido lógico y podría reducir la confusión en la taxonomía de 
Giardia, y otorgar una mejor comprensión en la epidemiología de la giardiasis. Para 
poder usarse esta taxonomía propuesta, en cumplimiento con el Código Internacional de 
Nomenclatura Zoológica, antes de usar las nuevas especies de Giardia tendría que 
realizarse una re-descripción de estas especies, que incorporen modernos datos 
biológicos y genéticos. Probablemente, la única dificultad para la denominación de la 
especia que infecta a perros serían los ensamblajes C y D. Esta especie de Giardia 
podría ser problemático, debido a la divergencia genética en los nucleótidos de la 
secuencia entre los dos ensamblajes en base al análisis de varios genes (TPI, GDH, BG) 
(Yang et al., 2010). 
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Cuadro 2. Grupos genotípicos (ensamblajes) de Giardia duodenalis y especies basadas sobre 
su original descripción taxonómica (Monis et al., 2009). 
Especies (ensamblajes) Hospederos 
G. duodenalis (= ensamblaje A) Humanos y otros primates, caninos, felinos, ganado, 
roedores y otros mamíferos silvestres 
G. enterica (=ensamblaje B) Humanos y otros primates, caninos y otros mamíferos 
silvestres 
G. agilis Anfibios 
G. muris Roedores 
G. psittaci Aves 
G. ardeae Aves 
G. microti Roedores 
G. canis (=ensamblaje C/D) Perros y otros canidos 
G. cati (=ensamblaje F) Gatos 
G. bovis (=ensamblaje E) Bovinos y otros ganados 
G. simondi (=ensamblaje G) Ratas 
   
2.2.2. Genotipos (ensamblajes) de Giardia duodenalis 
Entre los ensamblajes de G. duodenalis, los ensamblajes A y B tienen la más 
amplia diversidad de hospedadores, infectando a humanos y otros mamíferos (Caccio et 
al., 2005; Thompson et al., 2008; Xiao y Fayer, 2008). El ensamblaje A se encuentra 
con frecuencia en el ganado (bovinos, búfalos, ovejas, cabras, alpacas y cerdos) y 
animales de compañía (perros, gatos y caballos). En comparación, el ensamblaje B es 
menos frecuente para el ganado y animales de compañía. Actualmente, existen pocos 
informes de infección por ensamblaje B  en el  ganado vacuno, ovejas, caballos, perros, 
gatos, y conejos. El ensamblaje A y en menor medida el ensamblaje B, se encuentran 
comúnmente en animales silvestres, con la excepción de los castores y ratones 
almizcleros, que al parecer tienen una alta incidencia por el ensamblaje B. Ambos 
ensamblajes A y B son frecuentes en humanos y numerosas especies de mamíferos 
(Cuadro 2), esto indica su potencial zoonóticos de los ensamblajes A y B (Yang et al., 
2010).  
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Figura 7. Análisis filogenético del locus GDH de los sub-ensamblajes AI, AII y AIII (Feng y Xiao, 2011). 
 
Existe una sub-nomenclatura en lo que respecta el ensamblaje A, que consiste 
principalmente de dos grupos, subgrupos o sub-ensamblajes: AI, AII y AIII (Fig. 7). La 
separación de los subgrupos AI y AII se hizo inicialmente por el análisis de aloenzimas 
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y con el apoyo de los análisis filogenéticos de las secuencias del ensamblaje A en el 
locus GDH. Recientemente, un tercer subgrupo se agregó al ensamblaje A: subgrupo 
AIII, parece estar relacionado principalmente con los ungulados salvajes (van der 
Giessen et al., 2006; Robertson et al., 2007; Caccio et al., 2008). El sub grupo AIII, 
tiene diferencias significativas en su secuencia comparada con los subgrupos AI y AII 
en todos los loci examinados hasta el momento. Más recientemente, en base a un 
análisis de los loci  TPI, GDH, y  b-giardin,  el subgrupo AIII se ha encontrado en gatos, 
ganado y animales silvestres, pero hasta el momento no se ha encontrado en perros, 
cabras, ovejas, cerdos y seres humanos (Sprong et al., 2009). 
 
Los ensamblajes C, D, E, F y G tienen especificidades alta de hospedadores. Los 
ensamblajes C y D se han encontrado principalmente en los perros, caninos silvestres 
como zorros y coyotes; así como en animales relacionados con caninos (focas) (Fig. 8) 
(Lasek-Nesselquist et al., 2010; Yang et al., 2010). El ensamblaje E se ha encontrado en 
gran parte en los mamíferos ungulados domésticos (ganado vacuno, búfalos, ovejas, 
cabras, alpacas y cerdos) (Olson et al., 2004; O'Handley y Olson, 2006; Thompson et 
al., 2008; Trout et al., 2008). Los ensamblajes F y G se han encontrado sobre todo en 
gatos y roedores, respectivamente (Ballweber et al., 2010; Tangtrongsup y Scorza, 
2010). Sin embargo, hay excepciones ocasionales a la especificidad del hospedador. Por 
lo tanto, los ensamblajes C y D se registraron en gatos (Read et al., 2004; Palmer et al., 
2008) y seres humanos (Traub et al., 2009), el ensamblaje D se informó en dos cerdos 
(Langkjaer et al., 2007; Sprong et al., 2009), el ensamblaje E asamblea se ha reportado 
en gatos (Read et al., 2004; Sprong et al., 2009; Lebbad et al., 2010) y seres humanos 
(Foronda et al., 2008), y el ensamblaje F se ha registrado en un cerdo (Ash et al., 2010) 
y en seres humanos (Fig. 8) (Gelanew et al., 2007). Se cree comúnmente que los seres 
humanos sólo están infectadas con conjuntos A y B, y la reciente identificación de 
genotipos inusuales, como los ensamblajes C, D, E y F de G. duodenalis en los seres 
humanos exige una completa caracterización genética de los parásitos (Gelanew et al., 
2007; Foronda et al., 2008; Trout et al., 2008). 
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Figura 8. Análisis filogenético del locus GDH de los ensamblajes de Giardia duodenalis (Feng y Xiao, 
2011). 
 
2.3. Epidemiología molecular 
Respecto a la prevalencia de Giardia en diferentes especies animales, 
incluyendo humanos, y nuestra comprensión actual de los principales grupos genéticos 
de G. duodenalis, existe cuatro grandes ciclos de transmisión que mantienen el parásito 
en el mamífero hospedero  (Fig. 9). Sin embargo, se debe de tener en cuenta cómo estos 
ciclos pueden interactuar, y tratar de determinar la frecuencia de transmisión de los 
genotipos zoonóticos (Thompson, 2004). 
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2.4. Ciclos de transmisión 
2.4.1. Humanos 
La transmisión de Giardia  de humano a humano puede ocurrir de manera 
indirecta a través de la ingestión accidental de quistes en agua o alimentos 
contaminados, o directamente en el medio ambiente donde los niveles de higiene 
puedan verse comprometida (Thompson et al., 1993). En entornos en los que la 
frecuencia de transmisión es elevada y donde las condiciones son propicias para la 
transmisión, como zonas endémicas, es de esperar que las interacciones competitivas 
pudieran resultar en el predominio de genotipos particulares. Sin embargo, esto no 
parece ser el caso. Un estudio que examinó Giardia en seres humanos y perros en la 
misma comunidad encontró que todos los aislamientos humanos eran ensamblaje A o B 
y que todos los aislamientos de perro, con una sola excepción, eran de ensamblaje C o 
D (ensamblaje específicos de perros) (Hopkins et al., 1997). La excepción fue un perro 
que tenía una infección mixta de ensamblaje B y C, lo que sugiere que tal vez el perro 
estaba infectado de una fuente humana. Del mismo modo, un estudio realizado sobre 
giardiasis en los gorilas en un área remota en Uganda encontró que estaban infectados 
con el ensamblaje A, y que los guardaparques humanos fueron la causa más probable de 
la infección como resultado de la defecación indiscriminada (Graczyk et al., 2002). 
 
Un reciente estudio del Reino Unido que se examinaron 35 muestras clínicas 
humanas encontró que el 64% fueron por el ensamblaje B, el 27% ensamblaje AII y el 
resto tenían infección mixta de ensamblaje AII y B (Amar et al., 2002). De manera 
similar, una encuesta institucional en Australia encontró que las infecciones por el 
ensamblaje B fueron más frecuentes (70%) que el ensamblaje A (30%) (Read et al., 
2002). Por otro lado, el ensamblaje B fue responsable de un brote en una guardería en el 
Reino Unido, donde 21 de 24 (88%) casos humanos fueron infectados por este genotipo 
(Amar et al., 2002). Así mismo, muestras humanas de las comunidades productoras de 
Té en Assam, India, la prevalencia de infección por el ensamblaje B era de 61% y 39%, 
respectivamente (Traub et al., 2004). Estas encuestas proporcionan datos valiosos ya 
que hay evidencia que los ensamblajes A y B difieren en virulencia. Un estudio 
longitudinal en centros de día en Perth, Australia, encontraron que los niños infectados 
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con Giardia ensamblaje A tenían 26 veces más probabilidades de tener diarrea que los 
niños infectados con Giardia ensamblaje B (Read et al., 2002).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 9. Ciclo de vida de Giardia duodenalis (Didier, 2000) 
 
2.4.2. Ganado 
La infección por Giardia en el ganado de edades jóvenes, principalmente 
terneros, ha tenido mucha importancia debido a los altos niveles de infección  y su alta 
prevalencia (Thompson, 2000; Olson et al., 2004). Giardia se ha encontrado tanto en 
ganado de carne y lechero en todo el mundo, y los estudios longitudinales han 
demostrado de forma consistente tasas de prevalencia de hasta un 100% (Xiao y Herd, 
1994; O'Handley et al., 2000b; Ralston et al., 2003; O'Handley y Olson, 2006). El 
patrón de infección de Giardia es similar en ganado de carne y de leche, en ambos 
grupos se logra observar quistes en las heces aproximadamente a las 4 semanas de edad  
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34 
 
(Ralston et al., 2003; O'Handley y Olson, 2006). Los terneros tienen intensidades más 
altas de excreción de quistes, que van desde 105 a 106 quistes por gramo de heces entre 
las 4 y 12 semanas de edad (O'Handley et al., 2000b; Ralston et al., 2003; O'Handley y 
Olson, 2006). Un aumento en la excreción de quistes periparto también se ha 
demostrado (Ralston et al., 2003). La transmisión se produce entre los becerros 
infectados, así como adultos con infección crónica, pero la frecuencia de transmisión es 
particularmente alta entre los terneros lecheros (Xiao, 1994; O'Handley et al., 2000b; 
Ralston et al., 2003; O'Handley y Olson, 2006). 
 
Las infecciones por Giardia en el ganado bovino son clínicamente importantes y 
puede tener importancia económica por ocasionar bajas en la producción (Olson et al., 
2004; O'Handley y Olson, 2006). Giardia se ha implicado como un agente etiológico 
solo y en combinación con otros agentes patógenos entéricos en la diarrea del ternero 
(Xiao, 1994; Huetink et al., 2001; Olson et al., 2004; O'Handley y Olson, 2006). Estos 
estudios demostraron que las infecciones concurrentes con Giardia y Cryptosporidium 
en los terneros eran comunes, y eran la causa principal de diarrea en terneros menores 
de 30 días de edad, mientras que Giardia sola se asoció con diarrea en terneros de 
mayor edad. El impacto de la giardiasis crónica en el rendimiento de los terneros se 
puede reflejar en una deficiencia alimentaría y disminución de peso de la canal, esto se 
ha demostrado en corderos infectados experimentalmente (Olson et al., 1995). 
 
Estudios recientes han demostrado que las crías de ganado lechero y de carne 
pueden albergar uno o dos genotipos de G. duodenalis. Aunque el genotipo de ganado 
(ensamblaje E) de Giardia parece ocurrir con más frecuencia en el ganado vacuno, los 
estudios en Canadá y Australia han demostrado que una pequeña proporción de vacas 
en el hato (<20%), presentaban el genotipo más común reportados en humanos 
(ensamblaje A) (O'Handley et al., 2000b; Thompson, 2004). Sin embargo, un reciente 
estudio longitudinal más amplio en hatos lecheros en Australia, mostró que durante 
varios meses el 100% de los terneros se infectan durante las primeras 12 semanas de 
vida, y el genotipo hallado era el ensamblaje E propia del ganado (Thompson, 2004). 
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2.4.3. Perros y gatos 
Estudios recientes realizados en Australia demostraron que G. duodenalis fue el 
parásito entérico más común de perros y gatos domésticos (Bugg et al., 1999; McGlade 
et al., 2003). Así mismo se ha demostrado que es un parasito muy frecuente en perros y 
gatos en los EE.UU. y en animales domésticos en otros países (Palmer et al., 2008a;  
Ferreira et al., 2011). Sin embargo, se ha sugerido que las tasas de prevalencia de 
Giardia en los animales de compañía son a menudo subestimados debido a la baja 
sensibilidad de los métodos de detección convencionales (microscopia óptica) 
(McGlade et al., 2003). A pesar que Giardia son comunes en perros y gatos rara vez se 
asocia con enfermedad clínica en estos animales. Sin embargo, la giardiasis clínica se ha 
reportado y asociado en criaderos de animales y perreras, lugares donde el hacinamiento 
de animales puede causar estrés y exacerbar los efectos de una infección (Robertson et 
al., 2000). El tratamiento de los perros y los gatos infectados por Giardia, generalmente 
es recomendado si son clínicamente enfermos, debido a la posibilidad percibida de 
transmisión zoonótica. El reciente desarrollo de vacunas para el tratamiento y la 
prevención de las infecciones por Giardia en perros y gatos y su aparente capacidad 
para reducir la duración de la eliminación de los quistes puede ser una alternativa a los 
fármacos para reducir las tasas de transporte de mascotas y la posterior contaminación 
del medio ambiente (Olson et al., 2000). Estudios de epidemiología molecular han 
demostrado que los perros pueden ser infectados con su propio genotipo (ensamblaje C 
y D para perros; ensamblaje F para gatos), así como con los genotipos zoonóticos 
(ensamblaje A y B) (Yang et al., 2010). 
 
2.4.4. Animales silvestres 
A pesar que en animales silvestres son vulnerables a la infección por genotipos 
zoonóticos de G. duodenalis, la limitada evidencia de los estudios en condiciones 
naturales sugiere que albergan su propios genotipos  o especies de Giardia (Thompson, 
2004). Por ejemplo, la caracterización genotípica de Giardia en marsupiales de 
Australia ha demostrado que están infectados con un nuevo genotipo genéticamente 
distinto de los conocidos (Adams et al., 2004; Thompson et al., 2010). Este hallazgo de 
altas tasas de prevalencia de G. duodenalis en una amplia variedad de animales de 
Tasmania podría no constituir necesariamente un riesgo para la salud pública, como ha 
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propuesto recientemente (Kettlewell et al., 1998). La caracterización genotípica de 
aislamientos realizados ha demostrado distintos genotipos en roedores microtinos y en 
la mayoría de las aves estudiadas (McRoberts et al., 1996; Monis y Thompson, 2003; 
Plutzer y Tomor, 2009; Siembieda et al., 2011). Sin embargo, un estudio reciente en 
Australia comparar la situación sanitaria de las poblaciones de ratones en subantártica 
Macquarie y la isla Boullanger que tiene un clima mediterráneo árido, llegando a 
encontrar que los ratones albergaba diferentes genotipos de Giardia (Moro et al., 2003). 
Se ha hallado genotipos zoonóticos en los ratones en ambas islas, pero en la isla 
Macquarie, los ratones fueron infectados también con nuevos genotipos de G. 
duodenalis. La fuente de infección en estos ratones todavía no se ha determinado 
(Thompson, 2004). 
 
Otros animales como los castores, nutrias y venados son también hospedadores 
para Giardia en América del Norte con tasas de prevalencia de más del 50%. Sin 
embargo, no existe información sobre el genotipo de Giardia que llevan (Rickard et al., 
1999; Dunlap y Thies, 2002; Heitman et al., 2002; Owen, 2005). Estudios recientes, 
confirmaron que el castor y el ciervo de cola blanca en vida libre pueden albergar 
genotipos zoonóticos de G. duodenalis (Dunlap y Thies, 2002; Trout et al., 2003; Fayer 
et al., 2006; Lalle et al., 2007). 
 
2.4.5. Zoonosis y transmisión por agua 
Los datos moleculares han demostrado que el ganado, animales domésticos y 
animales silvestre pueden ser portadores de genotipos zoonóticas de G. duodenalis, así 
como los genotipos que parecen ser de hospedadores específicos (Thompson, 2004; 
Caccio et al., 2005). Sin embargo, la Organización Mundial de la Salud (OMS) ha 
considerado a Giardia como un organismo con potencial zoonótico por más de veinte 
años (OMS, 1979), los estudios moleculares pueden rechazar este potencial zoonótico 
por la especificidad de hospedadores y los genotipos de Giardia  (Thompson, 2004). 
 
El consumo de agua potable que no sea de la red metropolitana, y otros 
suministros de filtrado representa un riesgo significativo para la giardiasis (Karanis et 
al., 2007; Plutzer et al., 2010). La mayoría de los brotes de giardiasis transmitidas por el 
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agua en humanos, se han producido en sistemas de aguas subterráneas, aguas 
superficiales o vertidos de aguas residuales (Dykes et al., 1980; Bouzid et al., 2008). 
Las aguas de riego utilizadas para cultivos de alimentos que tradicionalmente se 
consumen crudos también pueden representar un alto riesgo como una fuente de 
Giardia (Thurston-Enriquez et al., 2002). La contaminación ambiental de los sistemas 
de agua y provisiones pueden resultar de fuentes humanas, la agricultura y la vida 
silvestre (Heitman et al., 2002). Se han realizados diversos estudios para determinar el 
significado de cada fuente con respecto a la presencia de Giardia en el ambiente. Las 
aguas residuales presentaron mayor prevalencia de Giardia, aunque la concentración de 
los quistes fue mínima en comparación con la detectada en las heces de ganado. Los 
animales que presentan mayor concentración de Giardia fueron el ganado bovino. 
Aunque la prevalencia global de la Giardia fue menor en los animales salvajes, la 
prevalencia en los mamíferos acuáticos como el castor y la rata almizclera era bastante 
alta. Una interpretación de estos resultados en el contexto de la fuente (s) de infecciones 
humanas con Giardia debe hacerse en conjunción con los datos de los genotipos de 
Giardia en estos animales (Thompson, 2004). 
 
Como se mencionó anteriormente, el mayor riesgo zoonótico de los genotipos de 
Giardia es el ensamblaje A, en particular los del subgrupo AI, y en menor medida los 
genotipos o ensamblaje B. Por el contrario, los genotipos de los animales parecen ser de 
hospedadores específicos, restringido para el ganado, perros y roedores (Yang et al., 
2010). No existe ninguna evidencia epidemiológica que sugiera que se producen con 
frecuencia en la población humana y por tanto su riesgo zoonótico parece ser mínima. 
Sin duda, esto parece ser el caso de los bovinos. A pesar de que es claramente un 
potencial definido para la contaminación microbiana de las aguas superficiales y 
subterráneas de las explotaciones ganaderas (Donham, 2000), los estudios sugieren que 
el riesgo para la salud pública de ganado puede ser mínima, por lo menos en América 
del Norte y Australia, donde ha llevado a cabo la genotipificación y ha demostrado que 
el genotipo de ganado parece predominar en el ganado bovino ( O'Handley et al., 
2000b; Hoar et al., 2001). El ganado es susceptible a la infección por los genotipos 
zoonóticos de Giardia y se ha demostrado que los terneros infectados con Giardia 
arrojar de 105 a 106 quistes por gramo de heces (Xiao y Herd, 1994; O'Handley et al., 
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2000b). Por lo tanto, los pocos terneros que son infectados con el genotipo del 
ensamblaje A podrían representar un riesgo significativo para la salud pública. Esto es 
de importancia potencial para la salud pública y puede poner a los productores, y otros 
miembros de la comunidad, en situación de riesgo. Sin embargo, los estudios 
longitudinales en Australia indican que los genotipos zoonóticos sólo pueden estar 
presentes de forma transitoria en el ganado bovino (Graczyk et al., 2002). 
 
La presencia de Giardia en la fauna silvestre, particularmente las cepas que son 
morfológicamente idénticas a G. duodenalis, ha sido el factor más importante para 
incriminar a Giardia como un agente zoonótico. Por tanto, es sorprendente que haya tan 
poca evidencia para apoyar el papel de la fauna  silvestre como reservorios de la 
enfermedad para los humanos, ya que ha dominado el debate sobre la transmisión 
zoonótica de Giardia, y en particular debido a que el agua es el vehículo principal para 
la transmisión. La asociación entre los animales infectados como los castores y los 
brotes de origen hídrico en la gente, fue lo que llevó a la OMS (1979) para clasificar a 
Giardia como un parásito zoonótico (Thompson et al., 1993; Thompson, 2004; Yang et 
al., 2010).  
 
En animales silvestres, particularmente los mamíferos acuáticos, existe poca 
evidencia que la infección con Giardia sea algo común, teniendo como fuente principal 
de contaminación a los brotes de origen hídrico. Al parecer, estos animales son más 
propensos a tener la infección por el agua contaminada que con materia fecal de los 
humanos, o menos probable, el origen de los animales domésticos (Dykes et al., 1980; 
Dunlap y Thies, 2002; Fayer et al., 2006; Gaydos et al., 2008; Feng y Xiao, 2011). 
 
Algunos estudios han caracterizado genéticamente aislados de brotes asociados 
con agua, pero los sistemas de tipificado utilizados no permiten establecer la correlación 
con los ensamblajes o genotipos actualmente reconocidos (Isaac-Renton et al., 1993). 
Un  único estudio molecular realizado en castores, confirmó las hipótesis previas de que 
la fuente de infección por Giardia en los castores probablemente sea de origen humano 
(Dunlap y Thies, 2002; Fayer et al., 2006). En este estudio, 12 de 113 (10,6%) muestras 
de heces de castor, provenientes de 6 de 14 diferentes de riberas en el sur de Alberta, 
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Canadá, fueron positivos para Giardia, todos aquellos fueron tipificados genéticamente 
con el gen 16S-rRNA, llegando a concluir que el genotipo era zoonótico y correspondía 
al ensamblaje A (Thompson, 2004; Yang et al., 2010). 
 
En la actualidad, no se sabe si la transmisión zoonótica de la giardiasis incide 
considerablemente en la etiología de los brotes de agua. Hasta la fecha, las Giardia de 
origen humano parece ser la principal fuente de contaminación del agua y como tal, 
puede tener un impacto negativo sobre la salud de los ecosistemas que conducen a 
infecciones en la fauna acuática. Estudios recientes han demostrado que los moluscos se 
alimentan por filtración, y son útiles como indicadores de la presencia de patógenos en 
el agua. Recientemente, gracias a la caracterización genotípica, los estudios demuestran 
la presencia de quistes de Giardia en almejas de un estuario de América del Norte 
(Graczyk et al., 2002). Todos los aislados de las almejas fueron identificados como el 
genotipo o ensamblaje A, demostrando que las agua estaban contaminadas con heces de 
origen mamífero, más probable humanos, contiendo quistes de G. duodenalis de 
importancia para la salud pública (Miller et al., 2005; Lucy et al., 2008).  
 
La posibilidad de que otros animales actúan como fuentes de contaminación de 
agua con Giardia de importancia zoonótica parece ser mínimo. Los perros y los gatos 
son susceptibles a la infección por los genotipos zoonótico de Giardia, pero las 
probabilidades de un evento de contaminación de agua por parte de un perro o un gato 
parece poco probable. Sin embargo, en el caso de la crisis del agua en Sydney, Australia 
1998, los perros muertos que se encontraron cerca de un suministro de agua, fueron 
incriminados como una posible fuente de contaminación por Giardia, pero no hubo 
evidencia de infección en los perros, ni aislamientos y genotipos del agente (Thompson, 
2004). 
 
Aunque el significado clínico de Giardia en perros y gatos parece ser mínima, se 
ha especulado mucho acerca de la importancia para la salud pública de estas infecciones 
en los animales domésticos. En entornos domésticos, un estudio realizado en zonas 
urbanas de Australia, demostró que los perros portaban el genotipo zoonótico 
“ensamblajes A” y el genotipo del perro “ensamblaje D (Thompson et al., 1999). Por tal 
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motivo, se considera probable que haya dos ciclos de transmisión, uno que tiene lugar 
en entornos urbanos con la posibilidad de transmisión zoonótica (ensamblaje A) entre 
las mascotas y sus dueños (Bugg et al., 1999). En una encuesta reciente realizada en 
Japón encontró que los perros domésticos presentaban el genotipo propio del perro, 
Ensamblaje D (Abe et al., 2003). 
 
Estudios de epidemiología molecular en zonas endémicas a giardiasis, donde la 
frecuencia de transmisión de los genotipos zoonóticos y no zoonóticos es alta, han 
demostrado que el genotipo del perro predomina en los perros infectados(Hopkins et al., 
1997). En cambio, en comunidades remotas de Assam, al noreste de crecimiento la 
India, donde Giardia se encuentra en los seres humanos y sus perros, el 20% de los 
perros estaban parasitados con Giardia, y todos los genotipos eran zoonóticas, 
ensamblaje A. Esta diferencia puede reflejar una asociación más estrecha entre los 
perros y sus propietarios individuales en las comunidades, con la probabilidad de que 
los perros sean capaces de comer heces humanas en estas comunidades (Traub et al., 
2004; Traub et al., 2009). En las comunidades aborígenes en Australia, este 
comportamiento de los perros es menos común y los perros tienden a permanecer juntos 
en manada. En entornos donde la presión de infección es menor, como los hogares 
domésticos en las zonas urbanas, los perros son tan susceptibles de albergar los 
genotipos zoonóticas de Giardia (ensamblaje A), así como el genotipo propio del perro 
(ensamblaje D) (Thompson et al., 2008). 
 
En condiciones donde las infecciones por Giardia son comunes en humanos y en 
perros, los perros tendrían la misma posibilidad de estar expuesto a los dos genotipos de 
G. duodenalis, el zoonótico y el propio de perros (Hopkins et al., 1997; Thompson, 
2004). Bajo estas circunstancias, experimentalmente se ha demostrado que el perro se 
adapta al genotipo, por la exclusión competitiva (Thompson et al., 1996). En entornos 
domésticos, urbanos y en las comunidades de cultivo, la frecuencia de transmisión de 
perro a perro es menos frecuente y por lo tanto, las infecciones adquiridas por el 
genotipo Ensamblaje A en los perros es más probable que persista (Ballweber et al., 
2010). 
 
41 
 
Traub et al. (2004), proporcionó la primera evidencia directa de transmisión 
zoonótica entre perros y humanos, al encontrar el mismo genotipo de Giardia en las 
personas y los perros, no sólo en el mismo pueblo, sino también en la misma casa. Los 
aislados de Giardia se caracterizaron con tres diferentes genes, la SSU rDNA, factor de 
elongación 1-alfa (EF1-a) y la triosa fosfato isomerasa (TPI) (Traub et al., 2004). La 
evidencia de transmisión zoonótica fue apoyado por datos epidemiológicos que 
muestran una asociación altamente significativa entre la prevalencia de Giardia en seres 
humanos y la presencia de un perro positivo a Giardia en la misma casa. Una de las 
principales conclusiones de este estudio fue la importancia de utilizar múltiples genes 
(loci) para definir los genotipos de Giardia en investigaciones epidemiológicas (Traub 
et al., 2004; Ballweber et al., 2010; Feng y Xiao, 2011). 
 
2.5. Patogénesis y signos clínicos 
Estudios previos demuestran asociación entre los signos clínicos con la infección 
por Giardia en animales de producción, pero aún no está clara la patogenia (Geurden et 
al., 2010). Sin embargo, cada vez Giardia es sugerido por los investigadores como un 
patógeno primario en los animales de producción (O'Handley et al., 1999; Aloisio et al., 
2006; Geurden et al., 2006a). Los estudios realizados en líneas celulares epiteliales en 
animales de laboratorio, así como en terneros y en cabritos  indican que la giardiasis 
conduce a alteraciones de las microvellosidades, incluyendo una atrofia de las criptas y 
las vellosidades relacionándolos con una deficiencia en la producción de enzimas 
(Taminelli et al., 1989; Buret et al., 1990b; Ruest et al., 1997; Koudela y Vitovec, 1998; 
Buret et al., 2002; Scott et al., 2002). En humanos, terneros y cabritos infectados con 
Giardia, la malabsorción se ha asociado con un mayor número de linfocitos 
intraepiteliales  y una disminución de las vellosidades en relación a la cripta. Esta 
disminución de las vellosidades conduce a una disminución de la superficie, resultando 
en una absorción en el intestino delgado y una ingesta deficiente de agua, electrolitos y 
nutrientes (Farthing, 1997; Buret, 2007). 
 
El efecto combinado de la disminución de la absorción y la deficiencia en la 
producción de enzimas da como consecuencia la presentación de diarrea y mala 
absorción, resultando en una disminución del peso corporal en rumiantes y en modelos 
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experimentales (Buret et al., 1990a; Ruest et al., 1997; Koudela y Vitovec, 1998). La 
reducción de la actividad de la lipasa y el aumento de la producción de mucina por las 
células caliciformes podría explicar la esteatorrea y diarrea mucosa que se han descrito 
en hospedadores infectados por Giardia (Zajac, 1992; Moncada et al., 2003). 
  
Dado que la patogenia de la giardiasis es una combinación de factores del 
hospedador y del parásito, los signos clínicos pueden variar considerablemente entre los 
animales y las especies animales. Esta falta de consistencia en los resultados clínicos 
indicaría que Giardia no es una causa importante de enfermedad clínica, sobre todo en 
los rumiantes. Sin embargo, varios estudios informan signos clínicos causados por 
Giardia en infecciones naturales y experimentales (Xiao et al., 1993; Olson et al., 1995; 
Koudela y Vitovec, 1998; O'Handley et al., 1999; Aloisio et al., 2006; Geurden et al., 
2006a; Geurden et al., 2006c). En cuanto a los parásitos protozoarios, como Eimeria y 
Cryptosporidium, el resultado clínico es determinada por varios factores, incluida la 
virulencia del parásito, la respuesta inmune del hospedador y la presión de la infección. 
Esta presión de la infección depende en gran medida del sistema de manejo con un 
mayor impacto en la salud y producción animal, así como en los sistemas de manejo de 
cría intensiva con estabulación en comparación con los sistemas extensivos (Geurden et 
al., 2006b). 
 
La infección puede resultar en diarrea que no responde al tratamiento con 
antibióticos o coccidiostáticos. La excreción de heces pastosas o líquidas de aspecto 
mucoide, podrían ser indicativo de la giardiasis, especialmente cuando la diarrea se 
produce en los animales jóvenes. En terneros infectados, puede ocurrir una diarrea 
aguda, aunque los síntomas crónicos e intermitentes son observados con mayor 
frecuencia (Geurden et al., 2006a; Geurden et al., 2006c). En cabritos y corderos, un 
modelo de infección experimental indicó la excreción de las heces sin forma diarreica, 
considerándose como heces aparentemente normales (Olson et al., 1995; Koudela y 
Vitovec, 1998). Estos síntomas también fueron observados más adelante  en una 
infección natural en los corderos con G. duodenalis ensamblaje B (Aloisio et al., 2006). 
En los cerdos, una asociación significativa entre la infección por Giardia y la aparición 
de signos clínicos todavía no ha sido demostrado (Hamnes et al., 2007). Junto a la 
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diarrea, existe un impacto potencial debido a la giardiasis en animales de producción. 
En cabritos y corderos infectados experimental, mostraron una disminución de la 
eficiencia alimenticia y, posteriormente, una disminución de la ganancia de peso (Olson 
et al., 1995; Koudela y Vitovec, 1998). 
 
En pacientes humanos, las infecciones con Giardia tiene más probabilidades de 
dar lugar a signos clínicos cuando la infección es dada por el ensamblaje B (Lee y 
Faubert, 2006). Así mismo, los estudios indican que las infecciones ocasionadas por el 
ensamblaje B dan lugar a una presentación de diarrea más persistente (Homan y Mank, 
2001). 
 
2.6. Diagnóstico 
Debido a la variedad de los síntomas, el diagnóstico clínico de la giardiasis en 
animales de producción no es fácil, y se basa principalmente en la historia clínica, datos 
de la explotación y la exclusión de otras enfermedades infecciosas, como la coccidiosis. 
El diagnóstico clínico debe ser confirmado por la detección del parásito en una muestra 
de heces, ya sea por el examen microscópico, detección de antígenos o por reacción en 
cadena de la polimerasa (PCR) (Tangtrongsup y Scorza, 2010; Feng y Xiao, 2011). 
Dada la intermitente excreción de quistes, especialmente en la fase crónica de la 
infección, es necesario realizar muestreo múltiples del mismo animal durante tres días 
consecutivos o de varios animales en el centro de la vivienda misma (O'Handley et al., 
1999). Si Giardia está presente en la granja, los animales jóvenes deben ser incluidos en 
el muestreo ya que la excreción máxima se observa en los animales alrededor de 2-4 
semanas de edad, aunque todavía no presenten ninguna sintomatología. El diagnóstico 
de una infección por Giardia por la detección de anticuerpos no es fácil de realizar, 
debido a que los títulos de anticuerpos no se incrementan significativamente después de 
la infección, tanto en los terneros como en corderos (Yanke et al., 1998; O'Handley et 
al., 2003). 
 
2.6.1. Examen microscópico 
Tanto los trofozoítos y los quistes de Giardia puede ser detectados por 
microscopía óptica, ya sea directamente o después de la concentración con sulfato de 
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zinc, sacarosa, o formalina. Sin embargo, la esteatorrea observada en la giardiasis puede 
interferir con la flotación de sacarosa (Xiao et al., 1993; Xiao y Herd, 1994). Los 
trofozoítos a veces se puede detectar en muestras de heces con diarrea debido a la 
aumento del peristaltismo (Tangtrongsup y Scorza, 2010). 
 
La detección de quistes en las heces es el preferido para el diagnóstico. También 
se puede hacer un examen de diagnóstico tiñendo los quistes, principalmente con lugol 
parasitológico y colorante tricrómico (Zajac, 1992, Addiss et al., 1991). La principal 
ventaja del examen microscópico es el costo reducido de los reactivos. La mayor 
desventaja es la necesidad de un técnico experto y experimentado, la baja sensibilidad 
de la prueba en comparación con los ensayos inmunológicos y el tiempo perdido en el 
transporte y análisis en el laboratorio (Geurden et al., 2004). 
 
2.6.2. Detección de antígeno 
Para la detección de antígeno del parásito existen una variedad de kits 
disponibles en el marcado como: ensayos de inmunofluorescencia (IFA), 
inmunoanálisis ligado a enzima (ELISA) y ensayos de fase sólida por 
inmunocromatografía (Xiao y Herd, 1993; Boone et al., 1999; Garcia et al., 2003; 
Johnston et al., 2003). La mayoría de las pruebas se han desarrollado y evaluado para su 
uso en muestras de heces humanas. IFA y ELISA copro-antígeno usan anticuerpos 
monoclonales contra proteínas de la pared del quiste. IFA se puede utilizar como una 
prueba cuantitativa, con un límite de detección estimado de alrededor de 1000 quistes 
por gramo de heces (qge) (Xiao y Herd, 1993). En terneros, tanto IFA y ELISA 
resultaron ser sensibles en ensayos específicos para el diagnóstico de la infección, en 
comparación con el examen microscópico (Geurden et al., 2004). 
 
Debido a la necesidad de equipos de laboratorio y personal capacitado, la 
principal desventaja de IFA y ELISA es el elevado costo y el tiempo perdido en 
transporte y análisis en el laboratorio. Esto puede ser evitado por el uso de 
inmunocromatografía que permite el diagnóstico en 15 min. La inmunocromatografía 
utiliza anticuerpos monoclonales específico contra trofozoíto o proteínas de la pared del 
quiste. En medicina veterinaria de la prueba SNAP_Giardia (IDEXX Laboratories, Inc., 
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Westbrook, Maine, EE.UU.) es comercializado para su uso en perros y recientemente se 
ha demostrado ser una valiosa alternativa en el diagnóstico clínico de la giardiasis 
(Geurden et al., 2008). En animales de producción, un ensayo inmunocromatográfico 
está disponible para los terneros (Speed_Giardia, BioVeto-Test, La Seyne-sur-Mer, 
Francia), pero aún no ha sido evaluado (Geurden et al., 2010). 
 
2.6.3. Reacción en cadena de la Polimerasa (PCR) 
El PCR se utiliza principalmente para la identificación de diferentes especies y 
genotipos de Giardia, principalmente en investigación taxonómica y epidemiológica, 
aunque existe la posibilidad de uso diagnóstico. Varios genes son utilizados para la 
determinación del genotipo, y para el diagnóstico clínico, por ejemplo el 18S ADNr, el 
gen Triosa fosfato isomerasa (tpi), la enzima Glutamato deshidrogenada (gdh) y el gen 
beta-giardin (β-giardin) (Monis et al., 1996; Caccio et al., 2002; Sulaiman et al., 2003) . 
Los genes tpi y β-giardin parecen ser los más adecuados (Caccio y Sprong, 2010). En 
teoría, el límite de detección del PCR es un quiste, que mejora considerablemente la 
sensibilidad diagnóstica (Amar et al., 2002). Sin embargo, varios factores pueden 
interferir con tales como la inhibición, que se sabe que se producen con frecuencia en el 
ADN extraído de las muestras fecales de PCR. Además, la extracción de ADN del 
parásito en las heces debe ser estandarizada para uso en el diagnóstico. En la actualidad, 
el PCR es considerado como demasiado costoso y complicado para su uso en 
diagnósticos veterinarios, y aún no se ha evaluado como ensayo de diagnóstico en 
animales de producción (da Silva et al., 1999). 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 10. Diagnóstico de Giardia. (A) Tinción de trofozoitos con colorante Giemsa en muestras fecales. 
(B) Inmunofluorescencia (IFA), detección de quistes de Giardia con el uso del kit Merifluor. (C) 
Diagnóstico molecular (PCR). 
A B C 
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2.7. Tratamiento y control 
Varios compuestos tienen una eficacia conocida contra Giardia, tanto in vitro 
como en animales de laboratorio. Para ovejas, cabras y cerdos, no hay estudios 
disponibles sobre la eficacia del tratamiento contra Giardia. En terneros, una serie de 
estudios evaluaron la eficacia de diferentes compuestos, tanto en modelos 
experimentales y en condiciones naturales. En la actualidad, no existe una droga 
aprobada para el tratamiento de la giardiasis en los rumiantes (Geurden et al., 2010). 
 
2.7.1. Tratamiento quimioterapéutico 
Los Nitroimidazoles (NZS) como el metronidazol, tinidazol, quinacrina o 
furazolidona se utilizan con frecuencia para tratar la giardiasis en pacientes humanos. 
Aunque el tratamiento con estos compuestos es efectivo, pueden ocurrir considerables 
efectos secundarios. El metronidazol es aún considerado como carcinógeno (Morgan et 
al., 1993; Harris et al., 2001). Además, la resistencia al tratamiento ha sido descrita para 
el metronidazol y furazolidona. En medicina  veterinaria el metronidazol  y dimetridazol 
se han utilizado en animales de compañía y en el ganado, lográndose una mejoría 
sintomática (Upcroft et al., 1990; Xiao et al., 1993). Datos sobre la reducción de la 
excreción de quistes no son disponibles. Además, en varios países de la Nueva Zelanda 
ya no son aprobados para su uso en el ganado. Más recientemente, la nitazoxanida se ha 
demostrado in vitro como una droga nueva y prometedora contra Giardia, pero no hay 
datos sobre la actividad in vivo en animales de producción (Cedillo-Rivera et al., 2002). 
En el ganado y otros animales de producción, los compuestos de benzimidazol o 
paromomicina son actualmente considerados como los más adecuados para el 
tratamiento de la giardiasis (Xiao et al., 1996; Geurden et al., 2010). 
 
2.7.1.1. Benzimidazoles 
Una opción para el tratamiento de la giardiasis son los compuestos de 
benzimidazol (BZ), que son bien conocidos como antihelmínticos de amplio espectro. 
Los BZ se cree que tienen un margen de seguridad alta y una toxicidad selectiva (Xiao 
et al., 1996). Estudios in vitro indican que los BZ son más eficaces contra Giardia que 
el metronidazol o tinidazol y que este efecto anti-Giardia es irreversible (Edlind et al., 
1990; Morgan et al., 1993). Los BZ interfieren con la polimerización de la tubulina, que 
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es un componente importante de las estructuras del citoesqueleto del trofozoítos de 
Giardia. Por lo tanto, todas las actividades funcionales dependientes de las estructuras 
de la tubulina, tales como el cuerpo medio y el disco ventral. Como resultado, los BZs 
interfieren con la adhesión del trofozoíto a la mucosa intestinal y por tanto, previenen la 
colonización intestinal. Los BZs parece no afectar a la tubulina flagelar, que tiene una 
estructura diferente de la tubulina del cuerpo medio y el disco ventral(Clark y 
Holberton, 1988). 
 
El uso de albendazol y fenbendazol en terneros ha demostrado una reducción en 
la excreción de quistes y (Xiao et al., 1996; O'Handley et al., 2000a). Se ha demostrado 
que el fenbendazol reduce significativamente el pico y la duración de la excreción de 
quistes y que resulta en un beneficio clínico (O'Handley et al., 1997; O'Handley et al., 
2000a). Sin embargo, la dosis requerida de los dos BZs para el tratamiento de Giardia 
va de 5-20 mg/kg de peso vivo, por otra parte el tratamiento es por tres días 
consecutivos, siendo mayor en comparación con el tratamiento de helmintos. 
 
Para prevenir la reinfección proveniente del medio ambiente y para mejorar a 
largo plazo los parámetros de producción, se ha planteado que los terneros deben ser 
tratados con una dosis baja continua de BZs, ya que la duración del tratamiento parece 
ser más importante que la dosis de tratamiento (O'Handley et al., 2000a; O'Handley et 
al., 1997). Sin embargo, puede haber un riesgo para el desarrollo de cepas resistentes a 
BZs de Giardia en campo. 
 
2.7.1.2. Paromomicina 
Paromomicina o aminosidina es un antibiótico  aminoglucósido de amplio 
espectro que presenta una eficacia contra diversos protozoarios parásitos, como el 
Cryptosporidium en los terneros (Fayer y Ellis, 1993; Viu et al., 2000), Histomonas 
meleagridis en pavos (Hu y McDougald, 2004) y Giardia en ratas y humanos 
(Awadalla et al., 1995; Wright et al., 2003). Paromomicina se une a la subunidad 
pequeña de rRNA (small subunit rRNA) e inhibe la síntesis de proteínas, esto resulta en 
un efecto directo en Giardia o un efecto indirecto debido a la retirada de nutrientes 
causada por la inhibición de la síntesis de proteínas bacterianas y la destrucción de la 
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flora bacteriana (Edlind et al., 1990; Harris et al., 2001). Paromomicina no se absorbe 
en el tracto gastrointestinal y por lo tanto, es bien tolerado por los terneros (Grinberg et 
al., 2002). Se ha demostrado que la paromomicina reduce eficazmente la excreción de 
quistes de Giardia en terneros infectados experimentalmente durante al menos 2 
semanas, cuando se administra 50 y 75 mg/kg/día durante cinco días consecutivos 
(Geurden et al., 2006a). En otros animales de producción, no hay datos experimentales 
sobre la eficacia de la paromomicina. 
 
2.7.2. Enfoques alternativos 
Se ha demostrado que varios compuestos de origen vegetal afectan el 
crecimiento del parásito, la capacidad de adherencia y la morfología in vitro, por 
ejemplo la curcuma (Curcuma longa) y la menta (Mentha sp.) (Perez-Arriaga et al., 
2006; Vidal et al., 2007). En ratones, los extractos de plantas medicinales utilizadas en 
medicina tradicional mexicana, mostraron una eficacia contra los  trofozoítos de 
Giardia (Barbosa et al., 2006). Sin embargo, hasta la fecha no han sido evaluados en 
animales de producción criado en condiciones naturales, con una exposición continua 
de los animales a la infección. El enfoque alternativo más prometedor es probablemente 
la vacunación. 
 
2.7.2.1. Vacunación 
La vacunación podría proporcionar una alternativa para el tratamiento de la 
quimioterapia, logrando una protección prolongada contra la infección y la prevención 
de la excreción de quistes con el fin de romper la transmisión mediante la reducción de 
la contaminación ambiental. En los Estados Unidos, una vacuna contra Giardia se 
encuentra disponible comercialmente para su uso en perros y gatos (Fel-OVax Giardia 
o Giardia Vax, Fort Dodge Animal Health), pero la eficacia preventiva o curativo de la 
vacuna parece ser variable (Olson et al., 2000; Payne et al., 2002; Stein et al., 2003; 
Anderson et al., 2004). En terneros, la vacunación se produjo una mayor respuesta 
inmune humoral, sin embargo no se redujo la excreción de quistes y el número de 
trofozoítos intestinales, y por tanto no se evitaron los signos clínicos (Uehlinger et al., 
2007). 
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Varios puntos deben tenerse en cuenta en cuanto a la vacuna contra Giardia en 
lo que se refiere a los animales de producción. Actualmente, la vacuna está compuesta 
de sonicado de trofozoítos y su elaboración es muy complicada. Por lo tanto, el uso de 
una vacuna recombinante que contiene uno o más antígenos protectores pudiera ser una 
nueva alternativa (Olson et al., 2000). 
 
Algunas proteínas de Giardia son ensamblaje-específicos, mientras que otros 
son comunes para todos los ensamblajes (Steuart et al., 2008). A pesar que han sido 
propuesto varios antígenos de Giardia como candidatos potenciales para la vacuna, se 
necesita más investigación para identificar las proteínas que comúnmente se expresa en 
todas los ensamblajes  (Olson et al., 2000; Abdul-Wahid y Faubert, 2007). 
 
Se ha demostrado serológicamente que  el aumento de los anticuerpos no se 
correlaciona con la protección contra la infección, una respuesta inmune local junto con 
los mecanismos celulares parece ser esencial para prevenir la colonización por 
trofozoitos de Giardia en el intestino (Yanke et al., 1998; O'Handley et al., 2003; 
Muller y von Allmen, 2005). Por lo tanto, la vacunación a través de una inyección 
subcutánea de un antígeno no puede ser una vía adecuada para inducir la respuesta 
inmune localizada en el lumen del intestino delgado  del hospedador (Uehlinger et al., 
2007). En ratones, la inmunización oral con un vector vivo que expresa una proteína de 
la pared del quiste de Giardia resultó en una reducción significativa en la excreción de 
quistes (Lee y Faubert, 2006). 
 
Otro punto importante es el momento óptimo de vacunación, que debería ser 
considerado.  En terneros, los picos de excreción de quistes se dan entre las 2-5 semanas 
de edad, y los signos clínicos se observan en los animales de 2-4 semanas de edad. Por 
lo tanto, es necesaria una vacunación temprana para disminuir la excreción de quistes, 
resultando en una disminución de la contaminación ambiental y prevención de signos 
clínicos (Olson et al., 2000; Geurden et al., 2010). Sin embargo, los anticuerpos 
maternos pueden interferir con el desarrollo de la inmunidad en los animales recién 
nacidos, por lo que es incierto si una respuesta inmune protectora se puede lograr 
mediante la inmunización activa a partir del nacimiento (Chase et al., 2008). La 
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inmunización pasiva mediante la inyección con un antígeno de protección y por la 
transferencia de anticuerpos protectores a través de la leche es otra opción. Los títulos 
de anticuerpos anti-Giardia más alto se han encontrado en el calostro de las vacas 
lecheras. Estos anticuerpos muestran la capacidad de impedir la adherencia del 
trofozoíto de Giardia (O'Handley et al., 2003).  
 
2.8. Control 
2.8.1. Medidas de soporte al tratamiento  
Aunque los compuestos tales como el fenbendazol, albendazol y paromomicina 
son eficaces contra Giardia, la mayoría de los terneros vuelven a excretar quistes dentro 
de 2-3 semanas después del tratamiento. Esto es debido a que los quistes de Giardia 
pueden sobrevivir durante una semana en las heces de ganado y hasta 7 semanas en el 
suelo, el período de tratamiento efectivo de la mayoría de los protocolos (3-5 días) 
puede ser demasiado corto para prevenir la reinfección de una contaminación del 
ambiente poco después del tratamiento (Geurden et al., 2010).  
 
Los quistes de Giardia son conocidas por ser resistentes a los desinfectantes de 
uso común, tales como el cloro. Desinfectantes como el dióxido de cloro, el ozono y la 
radiación ultravioleta han sido los focos de la investigación en los procesos de 
tratamiento de agua potable, aunque hay objeciones prácticas contra la mayoría de estos 
procedimientos de desinfección para su uso en las instalaciones. Por otra parte, el calor 
o desecación y la desinfección con amonio cuaternario  pueden ser utilizados en las 
instalaciones de agua potable (Xiao et al., 1996; O'Handley et al., 1997; Geurden et al., 
2010). En un estudio reciente, la eficacia de una combinación de tratamiento de 
animales con fenbendazol, saneamiento ambiental y la desinfección con amoniaco al 
10% se evaluó en las granjas lecheras comerciales y se logró una reducción significativa 
tanto en el número de terneros infectados y en el número de quistes excretados. La 
presión de la infección del medio ambiente se redujo así de forma efectiva rompiendo el 
ciclo de transmisión de Giardia, lo que resulta en una eficacia del tratamiento a largo 
plazo (Geurden et al., 2006). 
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2.8.2. Medidas para prevenir la infección 
Como se mencionó anteriormente, las medidas de gestión son fundamentales 
para lograr una mejoría clínica en un régimen de tratamiento curativo. Del mismo modo 
para la prevención de la infección, el manejo adecuado puede contribuir a una 
disminución de la tasa de infección, y su objetivo es romper el ciclo del parásito a través 
de medidas específicas de lucha contra la capacidad del parásito de propagarse 
fácilmente. Estas medidas incluyen el manejo de un bajo número de ganados y el 
continuo aseo (cambio) de la cama del ganado, combinado con la limpieza regular y 
desinfección de las instalaciones de la vivienda (Bomfim et al., 2005; Maddox-Hyttel et 
al., 2006). Un punto importante son los sistemas de producción tecnificados con 
corrales, debido a que los animales criadores en casa son tres veces más probables de 
contraer la infección que los criados afuera (Ruest et al., 1997; Maddox-Hyttel et al., 
2006). Además, un adecuado manejo del calostro puede ayudar a prevenir la aparición 
de la enfermedad clínica y una infección en menor medida, a través de la transferencia 
pasiva de inmunoglobulinas específicas (Godden, 2008). Estudios demuestran que el 
calostro es un elemento protector en terneros, a diferencia que en corderos (Xiao y 
Herd, 1994). 
 
El tratamiento preventivo contra la giardiasis no es una buena opción, debido a 
que los animales pueden infectarse en corto tiempo después del tratamiento. El 
tratamiento preventivo es utilizado con éxito para prevenir la coccidiosis en terneros 
(Daugschies et al., 2007). Sin embargo, el período de 2-3 semanas de prepatencia y la 
esporulación de 3-10 días de los ooquistes de Eimeria aumento gradualmente la 
contaminación del medio ambiente, en comparación con Giardia. Como los quistes de 
Giardia son inmediatamente infecciosos en la excreción y el período prepatente es sólo 
3-5 días, la contaminación del medio ambiente se incrementa rápidamente, y por tanto 
el tratamiento preventivo probablemente no funcionaría para prevenir la giardiasis 
(Daugschies et al., 2007; Geurden et al., 2010). 
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III. MATERIALES Y MÉTODOS 
 
1. Materiales 
 
1.1. Diseño de estudio 
El presente trabajo  se determinó la presencia de E. bieneusi y G. duodenalis en 
heces de crías de alpacas de no más de 30 días de edad, provenientes de los 
departamentos de Cuzco, Puno y Huancavelica. Con este fin, se utilizó las muestras 
fecales positivas a Cryptosporidium provenientes de un estudio Caso-Control que se 
diseñó para determinar el papel del Cryptosporidium como factor de riesgo para la 
presentación de diarrea en alpacas de no más de 30 días de edad. La técnica molecular 
PCR y el secuenciación del ADN se utilizarán para el diagnóstico y la caracterización 
molecular de E. bieneusi y G. duodenalis respectivamente. 
 
1.2. Lugar de estudio 
Las muestras fecales utilizadas en el presente trabajo provienen de animales que 
se utilizaron en un estudio sobre criptosporidiosis en alpacas de no más de 30 días de 
edad, provenientes de  los departamentos de Cuzco, Puno y Huancavelica, situados en la 
sierra sur y central del Perú. El período de muestreo fue durante la temporada de 
parición de alpacas, entre los meses de Enero y Marzo del 2007.  
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1.3. Número de muestras 
Se analizaron 126 muestras (65 hembras, 61 machos) de heces de crías de alpaca 
(37 de Cuzco, 29 de Puno y 60 de Huancavelica). De acuerdo a la consistencia de las 
heces se clasificaron en diarreicas (líquidas y pastosas) (n = 30) y en normales (n = 96).  
 
2. Métodos 
2.1. Colecta y conservación de las muestras 
Las muestras fueron recolectadas directamente del recto del animal mediante 
bolsas plásticas debidamente rotuladas. Posteriormente, las muestras fueron 
conservadas en una solución de bicromato de potasio al 2,5% (V/V) y almacenadas en 
refrigeración a 4ºC. Las muestras se remitieron al Laboratorio de Microbiología y 
Parasitología Veterinaria (Sección Parasitología- Lab. de Inmunoparasitología) de la 
Facultad de Medicina Veterinaria de la Universidad Nacional Mayor de San Marcos. 
Posteriormente, 126 muestras fueron diagnosticadas como positivas a Cryptosporidium 
sp. mediante la coloración de Ziehl Neelsen Modificado. Estas muestras fueron 
enviadas al Centro para el Control y Prevención de Enfermedades (CDC por sus siglas 
en inglés de Centers for Disease Control and Prevention), División de Parasitología 
(DPD) en Atlanta, Georgia, donde fueron procesadas, para buscar la posible presencia 
de E. bieneusi y sus genotipos, así como G. duodenalis y sus ensamblajes mediante el 
estudio molecular respectivo. 
 
2.2. Técnicas moleculares 
Para el estudio molecular se realizó la extracción de ADN por cada una de las 
muestras fecales, usando el Kit comercial FastDNA®SPIN Kit (For Soil) (Jiang et al., 
2005). Posteriormente se realizó un PCR (Reacción en Cadena de la Polimerasa) 
utilizando Cebadores (iniciadores, partidores o primers en inglés) según lo descrito por 
Sulaiman et al. (2003a, 2003b), tres PCR por muestra de ADN para E. bieneusi y dos 
PCR por muestra de ADN para G. duodenalis. Todos los productos de PCR de las 
muestras positivas fueron secuenciadas para identificar el genotipo y ensamblaje de los 
parásitos respectivamente. 
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2.3. Extracción de ADN usando la técnica FastDNA SPIN Kit (For Soil)(Jiang 
et al. 2005). 
La extracción de ADN se realizó siguiendo las instrucciones del fabricante 
(Anexo 2), cada kit está diseñado para 50 extracciones de ADN. El ADN se mantuvo 
preservado en congelación a   -20C. 
 
2.4. Reacción en Cadena de la Polimerasa Anidada (Nested-PCR) para la 
detección de E. bieneusi.  
Las muestras de ADN fueron analizadas con la secuencia del ITS (por sus siglas 
en inglés de Internal Transcribed Spacer) del gen ARN ribosomal de E. bieneusi, 
usando el protocolo descrito por Sulaiman et al. (2003a). Con este protocolo se 
amplificara la secuencia completa de la region ITS (243 pb). 
 
Reactivos para el PCR-Anidado: 
 
1. Cebadores (Primers) para PCR Primario (Outers): 
a. E. bieneusi Forward (F1): 5’- GAT GGT CAT AGG GAT GAA GAG CTT -3’ 
b. E. bieneusi Reverse (R1): 5’- TAT GCT TAA GTC CAG GGA G -3’ 
 
2. Cebadores (Primers) para PCR Secundario (Inners):  
a. E. bieneusi Forward (F2): 5’- AGG GAT GAA GAG CTT CGG CTC TG -3’ 
b. E. bieneusi Reverse (R2): 5’- AGT GAT CCT GTA TTA GGG ATA TT -3’ 
 
3. Tampón PCR Gene Amp 10X, Producto No. N8080129, AB Applied 
Biosystems, Foster City, CA. 
4. dNTP 100 mM, Producto No. U1410, Promega, Madison, WI. Preparar la 
soluciona de trabajo a 1.25 mM. Para esto añadir 12.5 µL  de cada dNTP  a 950 
µL de agua destilada. Mezclar y guardar la solución de trabajo a -20C antes de 
usarlo.  
5. Polimerasa ADN GoTaq (DNA polymerase), Producto No. M30005, Promega, 
Madison, WI. 
6. MgCl2 25 mM, Producto No. A351F, Promega, Madison, WI. 
7. Agua destilada estéril, libre de ADNasas 
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Protocolo: 
I. PCR Primario: 
A. Preparación del “master mix” (mezcla de reactivos para PCR). Para cada reacción de 
PCR se preparará lo siguiente: 
 
Tampón AB PCR 10X  10 µL 
dNTP (1.25 mM) 16 µL 
Cebador (primer) F1 (40 ng/ µL) 2,5 µL 
Cebador (primer) R1 (40 ng/ µL) 2,5 µL 
MgCl2 (25 mM) 6 µL 
Albúmina sérica bovina (10 mg/ml) 4,0µL 
Agua destilada 56,5 µL 
Polimerasa Taq 0,5 µL 
Total 98 µL 
 
B. Añadir 98 µL de la solución “master mix” en cada tubo de PCR. 
C. Añadir 2 µL de la muestra de ADN en cada tubo. 
D. Usar el Termociclador con el programa para PCR siguiente: 
Pre-Inicialización: 94 ºC/3 minutos 
Inicialización, Desnaturalización y Anillado en 35 ciclos de: 94 ºC/45 segundos, 
55 ºC/45 segundos y 72 ºC/1 minuto 
Elongación final: 72 ºC/7 minutos 
Conservación: 4 ºC infinito  
 
II. PCR Secundario 
A. Preparación del “master mix”. Para cada reacción de PCR, preparar lo siguiente: 
 
Tampón AB PCR 10X  10 µL 
dNTP (1.25 mM) 16 µL 
Cebador (primer) F2 (40 ng/ µL) 5 µL 
Cebador (primer) R2 (40 ng/ µL) 5 µL 
MgCl2 (25 mM) 6 µL 
Agua destilada 53,5 µL 
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Polimerasa Taq 0,5 µL 
Total 96 µL 
 
B. Añadir 96 µL de la solución “master mix” en cada tubo de PCR. 
C. Añadir 4 µL de la muestra de ADN en cada tubo. 
D. Usar el Termociclador con el programa para PCR siguiente: 
Pre-Inicialización: 94 ºC: 3 minutos 
Inicialización, Desnaturalización y Anillado en 35 ciclos de: 94 ºC/45 segundos, 
55 ºC/45 segundos y 72 ºC/1 minuto 
Elongación final: 72 ºC/7 minutos 
Conservación: 4 ºC infinito  
E. Correr 20 µL del producto de PCR en electroforesis en un gel de agarosa al 1.5 %. 
F. El resultado positivo dará una banda de 392 pb. 
 
2.5. Reacción en Cadena de la Polimerasa Anidada (Nested-PCR) para la 
detección de G. duodenalis. 
Las muestras de ADN fueron analizadas con el gen “Triosephosphate 
isomerase” (TPI) para G. duodenalis usando el protocolo descrito por Sulaiman et al. 
(2003b) 
 
Reactivos para el PCR-Anidado: 
 
1) Cebadores (Primers) para PCR primario (Outers): 
b. Giardia Forward (F1): 5’- AAT AAA TIA TGC CTG CTC GTC G -3’ 
c. Giardia Reverse (R1): 5’- ATG GAC ITC CTC TGC CTG CTC -3’ 
 
2) Cebadores (Primers) para PCR secundario (Inners):  
a. Giardia Forward (F2): 5’- CCC TTC ATC GGI GGT AAC TTC AA -3’ 
b. Giardia Reverse (R2): 5’- GTG GCC ACC ACI CCC GTG CC -3’ 
 
3) Tampón PCR Gene Amp 10X, Producto No. N8080129, AB Applied 
Biosystems, Foster City, CA. 
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4) dNTP 100 mM, Producto No. U1410, Promega, Madison, WI. Preparar la 
soluciona de trabajo a 1,25 mM. Para esto añadir 12,5 µL  de cada dNTP  a 950 
µL de agua destilada. Mezclar y guardar la solución de trabajo a -20C antes de 
usarlo.  
5) Polimerasa ADN GoTaq (DNA polymerase), Producto No. M30005, Promega, 
Madison, WI. 
6) MgCl2 25 mM, Producto No. A351F, Promega, Madison, WI. 
 
Protocolo 
I.  PCR Primario: 
A. Preparación del “master mix”. Para cada reacción de PCR se prepara lo siguiente: 
 
Tampón AB PCR 10X  10 µL 
dNTP (1.25 mM) 16 µL 
Cebador (primer) F1 (40 ng/ µL) 2,5 µL 
Cebador (primer) R1 (40 ng/ µL) 2,5 µL 
MgCl2 (25 mM) 6 µL 
Albúmina sérica bovina (10 mg/ml) 4,0µL 
Agua destilada 56,5 µL 
Polimerasa Taq 0,5 µL 
Total 98 µL 
 
B. Añadir 98 µL de la solución “master mix” en cada tubo de PCR. 
C. Añadir 2 µL de la muestra de ADN en cada tubo. 
 
D. Usar el Termociclador con el programa para PCR siguiente: 
Pre-Inicialización: 94 ºC: 3 minutos 
Inicialización, Desnaturalización y Anillado 35 ciclos de: 94 ºC/45 segundos,  
50 ºC/45 segundos y 72 ºC/1 minuto 
Elongación final: 72 ºC/7 minutos 
Conservación: 4 ºC infinito  
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II. PCR Secundario 
A. Preparación del “master mix”. Para cada reacción de PCR preparar lo siguiente: 
Tampón AB PCR 10X  10 µL 
dNTP (1.25 mM) 16 µL 
Cebador (primer) F2 (40 ng/ µL) 5 µL 
Cebador (primer) R2 (40 ng/ µL) 5 µL 
MgCl2 (25 mM) 6 µL 
Agua destilada 53,5 µL 
Polimerasa Taq 0,5 µL 
Total 96 µL 
 
B. Añadir 96 µL de la solución “master mix” en cada tubo de PCR. 
C. Añadir 4 µL de la muestra de ADN en cada tubo. 
D. Usar el Termociclador con el programa para PCR siguiente: 
Inicialización, Desnaturalización y Anillado 35 ciclos de: 94 ºC/45 segundos,  
50 ºC/45 segundos y 72 ºC/1 minuto 
Elongación final: 72 ºC/7 minutos 
Conservación: 4 ºC infinito  
E. Realizar la electroforesis sobre un gel de agarosa al 1,5 % con 20 µL del producto de 
PCR. 
F. El resultado positivo dará una banda de 530 pb. 
 
2.6. Secuenciación de ADN de los productos amplificados. 
Se utilizó el producto limpio del PCR amplificado del gen seleccionado para ser 
secuenciado. 
2.6.1. Limpieza del producto de PCR (limpieza de sales y del cebador).  
La limpieza del producto PCR secundario del gen seleccionado fue limpiada 
usando el kit Montage PCR. 
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Componentes del kit: 
Componente Nombre Cantidad 
Vial de centrifugación Spin vial 250 tubos 
Recipiente de lavado Sample reservoir 500 unidades 
 
Protocolo:  
a. Insertar el recipiente de lavado dentro del vial de centrifugación del kit 
(color púrpura hacia arriba y blanco hacia adentro). 
b. Pipetear 400 µL  de agua destilada dentro del recipiente de lavado. 
Añadir 100 µL del producto de PCR. Tapar y centrifugar a 1000xg 
durante 15 minutos. 
c. Remover el recipiente de lavado y colocar en un nuevo vial de 
centrifugación (color púrpura hacia arriba). 
d. Añadir 20 µL de agua, previamente calentada a 60 ºC. 
e. Invertir el recipiente de lavado (color blanco hacia arriba y púrpura hacia 
adentro) y centrifugar a 1000xg durante 2 minutos. 
f. Guardar el producto de PCR limpio. 
 
2.6.2. Reacción del ciclo-secuenciación 
Se usó el kit de secuenciación de ADN “BigDye Terminator v3.1 Cycle 
Sequencing Kit”. Applied Biosystems, para su uso en el analizador “3100 AB Prism 
Genetic Analyzer” (para la nueva versión V3.1). 
 
1. Componentes del kit:  
 
Componente Nombre Cantidad 
Colorante ABI Prism BigDye Terminator v3.1  1 tubo 
Templado Control pGEM -3Zf(+) Control Template, 0.2ug/ul  1 tubo 
Cebador Control 21 M13 Control Primer (forward), 
0.8pmol/ul  
1 tubo 
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2. Solución tampón de secuenciación 
 
BigDye terminator buffer (para 10ml): Cantidad 
Tris (200mM Tris pH=9.0) 2ml 
MgCl (5mM MgCl) 2ml 
Agua destilada 6ml 
 
Protocolo:  
 
a) Preparar 2 “master mix” para secuenciación (*uno para el Cebador 
Forward y otro para el Cebador Reverse). 
 
Tampón BigDye terminator   4 µL 
Colorante BigDye Terminator  1 µL 
Cebador  2 µL, * 
Agua  12,5 µL 
Producto de PCR limpio  0,5 µL 
 
b) Usar el termociclador en 25 ciclos con las siguientes condiciones:         
96 ºC/10 segundos, 50 ºC/5 segundos, 60 ºC/4 minutos.  
 
2.6.3. Purificación 
Este paso se realizó con el fin de purificar de impurezas los productos del ciclo 
Secuenciación. Para eso se utilizo el kit Centrisep spin Columns. Princeton Separations. 
Componentes del kit:  
Componente Nombre Cantidad 
Columnas CENTRI-SEP columns containing dry gel 100 unidades 
Tubo de lavado Wash tubes, 2ml 100 unidades 
Tubo colector Sample Collection Tubes, 1,5ml 100 unidades 
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Protocolo 
a. Hidratar las columnas que serán usadas, añadiendo 0.8ml de agua destilada, 
tapar, homogenizar en el agitador, remover las burbujas y dejar reposar un 
mínimo de 30 minutos.  
b. Quitar la tapa y  remover el exceso de fluido mediante decantación. Remover el 
botón de la parte inferior de la columna, colocar las columnas en sus tubos 
colectores y centrifugar a 750xg durante 3 minutos (3,000rpm). 
c. No se debe perder de vista la posición y orientación de la columna con respecto a 
la fuerza gravitacional, por lo tanto en la próxima centrifugación las columnas se 
deben poner en la misma orientación.  
d. Transferir 20 µL de la amplificación del ciclo Secuenciación encima de la matriz 
de cada columna Centri-Sep, sin deteriorar el gel y sin tocar las paredes del tubo. 
e. Coloque la columna cargada en un tubo colector, con la orientación apropiada de 
la columna. Centrifugar a 750xg (3000 rpm) durante 3 minutos.  
f. Centrifugar la muestra es una centrífuga de vacío. Guardar en el congelador. 
 
2.6.4 Pasos previos al funcionamiento en el secuenciador 
La secuenciación de las muestras se realizó siguiendo las instrucciones de los 
fabricantes del Secuenciador ABI 3100 (automated sequencer) (Perkin-Elmer). 
 
Añadir 15 µL de HIDI Formamida (Hi-Di™ Formamide), Catalogo No. 4311320, 
Applied Biosystems,  en los tubos con el ADN deshidratado. Transferir a una placa de 
secuenciación de 96 pozos (MicroAmp Optical, Catalogo No. N801-0560, Applied 
Biosystems), colocar la tapa o placa Septa (3100 Genetic Analyzer Plate Septa 96-well, 
Catalogo No. 4315933, Applied Biosystems). Calentar a 94 ºC durante 3 minutos. 
Luego, colocar inmediatamente en el congelador durante 3 minutos, como mínimo. 
Colocar en el secuenciador. Se usará el Secuenciador ABI 3100 (Perkin-Elmer). 
 
2.7. Análisis de secuencias. 
Las secuencias de los nucleótidos obtenidas fueron analizadas usando el 
Programa “Software Chromas lite” versión 2.0 (http://www.technelysium.com.au)  y 
comparadas con las referencias de secuencias provenientes de la base de datos del 
GenBank, usando el BlastN (http://www.ncbi.nlm.nih.gov) y el Programa “Software 
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Clustal W” (http://align.genome.jp/). El análisis filogenético se realizó usando el 
Programa “Software TreeConW” (http://bioinformatics.psb.ugent.be/software), 
midiendo la distancia evolutiva inferida desde la secuencia de nucleótidos. Las 
distancias genéticas fueron calculadas de acuerdo a los parámetros propuestos por 
Kimura (Tamura et al., 2004, 2007). Todas las secuencias obtenidas serán inscritas en el 
GenBank. 
 
2.8. Análisis estadístico. 
La asociación de presencia del parasito con la presencia de diarrea y sexo fue 
analizada usando la prueba de Chi2. Así mismo, se calculó el Odds Ratio con sus 
respectivos intervalos de confianza. El análisis estadístico para evaluar estos factores se 
realizó usando el programa STATA 10 ®. 
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IV. RESULTADOS 
 
De las 126 muestras fecales analizadas, 65 (51,6%) resultaron ser positivas a E. 
bieneusi mediante la prueba de PCR (Figura 11, Cuadro 3). La infección en animales 
fue mayor en hembras (n = 35) que en machos (n = 30), no se encontró asociación 
estadística entre la presencia del parasito frente al sexo (p> 0,01). Así mismo, no se 
halló ninguna asociación entre la infección por E. bieneusi y la ocurrencia de diarrea 
(Cuadro 4). 
 
La diversidad genética de los aislamientos de E. bieneusi se calculó por 
múltiples alineaciones de las secuencias de nucleótidos de la región ITS del gen rRNA 
(Figura 12). Por lo tanto, se realizó la secuenciación de los nucleótidos de la región ITS, 
generados paras las 65 muestras positivas a PCR. El análisis de secuencias reveló 
diferencias para algunos de los aislamientos, hallándose al menos 10 genotipos distintos 
de E. bieneusi dentro de estas cepas de crías de alpacas (Cuadro 3). Así mismo, seis de 
los aislamientos corresponden a nuevos genotipos, los cuales han sido denominados 
ALP1, ALP2, ALP3, ALP4, ALP5 y ALP6, respectivamente (Figura 12). 
  
Se realizó el análisis filogenético para comprender la relación genética entre los 
genotipos de E. bieneusi. Se construyó un árbol filogenético a partir de las secuencias 
de los aislamientos de E. bieneusi de alpacas del presente trabajo, y algunas secuencias 
de E. bieneusi de humanos y animales registrados en Santin y Fayer (2011) (Figura 13). 
En el árbol filogenético pudo observarse dos grupos filogenéticamente relacionados, 
uno conformado por los genotipos ALP2, ALP5 y BEB6, y el segundo por los genotipos 
ALP1, ALP3, ALP4, ALP6, TypeIV, P y D (Figuras 13, 14 y 15). Un grupo importante 
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fue evidente a partir de estos datos combinados (n = 55 genotipos). Este grupo consistía 
en un aislamiento de E. bieneusi previamente reportados de llama (P), y dos nuevos 
genotipos (ALP1 y ALP2). Dentro de este grupo, algunos aislamientos de alpacas (n = 
5) fueron idénticos a un genotipo de E. bienuesi publicado en el GenBank para una 
llama, el genotipo P (GenBank N º AF267146). Por otra parte, 49  correspondían al 
genotipo ALP1, y uno correspondía al genotipo ALP2. 
 
 
Cuadro 3. Genotipos de Enterocytozoon bieneusi identificados en crías de alpacas por la 
secuencia del ITS. 
 
Genotipo 
Departamento 
Total % 
Cuzco Puno Huancavelica 
P 4 0 1 5 7.7 
Type IV 3 0 1 4 6.2 
D 0 0 2 2 3.1 
Beb6 0 0 1 1 1.5 
ALP1 5 27 16 48 73.8 
ALP2 0 0 1 1 1.5 
ALP3 0 0 1 1 1.5 
ALP4 0 0 1 1 1.5 
ALP5 0 0 1 1 1.5 
ALP6 0 0 1 1 1.5 
Total 12 27 26 65 100.0  
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Figura 11. Especifico diagnóstico de Enterocytozoon bieneusi median PCR anidado 
basados en la región ITS. Muestras positivas con una banda de aproximadamente 392 
pb.   
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Cuadro 4. Relación entre E. bieneusi y G. duodenalis con las variables presentación de 
diarrea  y sexo en crías de alpacas.    
 
 
Con diarrea Sin diarrea 
Total p* 
n % n % 
Enterocytozoon 
bieneusi 
Positivos 15 23.1 50 76.9 65 
0.765 
Negativos 15 26.3 46 80.7 61 
Giardia duodenalis 
Positivos 10 23.8 32 76.2 42 
0.849 
Negativos 20 23.8 64 76.2 84 
 
 
Machos Hembras 
Total p* 
 
 
n % n % 
Enterocytozoon 
bieneusi 
Positivos 30 44.6 35 55.4 65 
0.486 
Negativos 31 50.8 30 49.2 61 
Giardia duodenalis 
Positivos 23 70.8 19 29.2 42 
0.780 
Negativos 38 62.3 46 37.7 84 
*La prueba de Chi2 no mostró asociación  significativa. 
   
6
6
 
 
  
Figura 12. Variación de la región ITS del gen rRNA de Enterocytozoon bieneusi aislados de crías de alpacas. Seis genotipos distintos 
(ALP1-ALP6) de E. bieneusi basadas en estas secuencias fueron evidentes. 
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Figura 13. Asociación filogenética de genotipos de Enterocytozoon bieneusi identificados en 
crías de alpacas y otros genotipos inscritos en el GenBank (Santin y Fayer, 2011).  
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
68 
 
Del mismo modo, las secuencias del ITS de algunos aislamientos de alpacas (n = 
7) fueron idénticas a las secuencias de E. bieneusi de seres humanos y animales, dos 
crías fueron idénticas al genotipo D, cuatro crías fueron idénticas al genotipo de tipo IV, 
y uno era idéntica al genotipo BEB6 (GenBank N º AF101200, AF242478, y 
EU153584), respectivamente. Las secuencias de nucleótidos de cinco aislamientos de 
crías eran diferentes en porcentaje de divergencia, así como en identidad a todas las 
secuencias de E. bieneusi registradas en el GenBank. Por lo tanto, cada una de ellas fue 
considerada como nuevos genotipos. Estas secuencias fueron nombradas como ALP2, 
ALP3, ALP4, ALP5 y ALP6 (Anexo 3). Estos genotipos mostraron una divergencia de 
6.17% en ALP2, 9.82% en ALP3, 1.65% en ALP4, 4.11% en ALP5 y 1.65% en ALP6, 
respectivamente. 
  
En lo que respecta la zona geográfica, los aislamientos de alpacas de la región 
Puno fueron infectados únicamente con el genotipo ALP1. Las crías de alpaca 
provenientes  de Cuzco estaban infectadas con tres genotipos de E. bieneusi: ALP1, P, y 
Tipo IV. Los aislamientos de alpacas de Huancavelica presentaron la mayor diversidad 
de genotipos. Las alpacas de esta región fueron infectadas con todos los genotipos 
reportados en el presente estudio (Cuadro 3). 
 
Con lo que respecta a Giardia, del total de las muestras analizadas (n=126) 
mediante PCR para la detección de Giardia, 42 fueron positivas (Figura 16, Cuadro 5). 
El porcentaje de infección por Giardia en crías de alpacas fue de 33% y fue detectada 
en todas las regiones geográficas donde las alpacas fueron muestreadas. Las alpacas 
machos tuvieron una infección ligeramente alta en comparación con las alpacas 
hembras (37.7% versus 29.2%), sin embargo  el análisis estadístico no mostró 
diferencias estadísticamente significativa (p>0.01). Así mismo, no se observó 
asociación entre la infección por Giardia y presencia de diarrea (OR=1.0; p>0.01) 
(Cuadro 4). 
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Figura 14. Asociación filogenética de genotipos de Enterocytozoon bieneusi identificados en 
crías de alpacas “Grupo 1” (Genotipos ALP2, ALP5 y BEB6) y otros genotipos inscritos en el 
GenBank (Santin y Fayer, 2011). Escala: sustituciones/sitio. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 15. Asociación filogenética de genotipos de Enterocytozoon bieneusi identificados en 
crías de alpacas “Grupo 2” (Genotipos ALP1, ALP3, ALP4, ALP6, TypeIV, P y D) y otros 
genotipos inscritos en el GenBank (Santin y Fayer, 2011). Escala: sustituciones/sitio. 
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 El estudio  de las secuencias analizando el gen de la triosa fosfato isomerasa 
(TPI) para Giardia mostró la presencia de 2 ensamblajes: A y E. El ensamblaje A fue 
visto en 33 animales y el ensamblaje E fue visto en 9. La mayoría de las infecciones por 
el ensamblaje A fueron causadas por el sub-ensamblaje AI, excepto por  dos, que fueron 
causados por el sub-ensamblaje AII (Figura 17, Anexo 4). 
 
Las nueves crías que estaban infectadas con G. duodenalis ensamblaje E, fueron 
detectados solamente en crías provenientes del departamento de Cusco (88.9%) y 
Huancavelica (11.1%). G. duodenalis ensamblaje A fue detectado en los tres 
departamentos, con una tasa de infección de 2.7%, 36.7% y 37.9% en crías provenientes 
de Cuzco, Huancavelica y Puno, respectivamente.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 16. Diagnóstico específico de Giardia duodenalis median PCR anidado basados en el 
gen TPI. Muestras positivas con una banda de aproximadamente 530 pb.   
 
 
Cuadro 5. Ocurrencia de genotipos de Giardia duodenalis en crías de alpacas de Perú  
Departamento 
No. de 
muestras 
No de 
positivos 
Porcentaje de 
infección 
Ensamblaje 
 AI AII E 
Cuzco 37 9 24.3 1 0 8 
Huancavelica 60 22 36.7 19 2 1 
Puno 29 11 37.9 11 0 0 
Total 126 42 33.3 31 2 9 
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Figura 17. Asociación filogenética de ensamblajes de Giardia duodenalis identificados en crías  
de alpacas y otros genotipos inscritos en el GenBank. Escala: sustituciones/sitio. 
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V. DISCUSIÓN 
 
Actualmente, los estudios moleculares realizados en muestras fecales de 
vertebrados, demuestran una diversidad respecto a los  genotipos de E. bieneusi. Esta 
diversidad de genotipos es observada en los hospedadores, existiendo especificidad de 
hospedador para algunos genotipos (Santin y Fayer, 2011). Sin embargo, a pesar de 
existir una diversidad amplia de genotipos de E. bieneusi, hasta ahora no está bien 
esclarecido la dinámica de transmisión y el ciclo de vida de este parásito (Wasson y 
Peper, 2000). E. bieneusi ha sido detectado en humanos y en una gran variedad de 
mamíferos domésticos y silvestres, incluyendo también a algunas especies de aves 
(Santin y Fayer, 2009a, 2011). El presente estudio demuestra por primera vez la 
presencia de E. bieneusi en alpacas, y demuestra que ellas pueden ser infectadas por al 
menos 10 genotipos de E. bieneusi, incluyendo a algunos genotipos con potencial 
zoonótico. 
 
Diversos estudios realizados en animales domésticos demuestran que la 
microsporidiosis por E. bieneusi tiene una tasa de infección que puede ir de 0,7 a 94% 
en cerdos, y de 3 a 100% en ganado vacuno (Leelayoova et al., 2009; Abe y Kimata, 
2010; Santin y Fayer, 2009b, 2011). Sin embargo, los estudios de E. bieneusi en 
animales no lo asocian con la presencia de diarrea en ellos a diferencia de los reportes 
en humanos. Estudios realizados en niños, pacientes con el virus del SIDA y VIH, así 
como en pacientes inmunocomprometidos como los receptores de trasplante de órgano, 
han demostrado ser susceptibles a la infección por E. bieneusi, provocando en ellos 
diarrea aguda, pudiendo prolongarse a diarrea crónica (Gumbo et al., 1999).  En nuestro 
estudio, E. bieneusi se detectó en sesenta y cinco de 126 crías de alpacas, este resultado 
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indica una tasa de infección para las crías de 51,6%. Sin embargo, los análisis 
estadísticos realizados mostraron que E. bieneusi no se encuentra asociada con la 
presencia de diarrea en alpacas, al igual que algunos estudios realizados en bovinos y 
cerdos (Fayer et al., 2007; Sak et al., 2008). Sería necesario realizar un estudio caso-
control para poder verificar si verdaderamente no existe asociación entre estas dos 
variables.  
 
Estudios científicos sobre microsporidiosis, realizados en camélidos 
sudamericanos son escasos. Actualmente, existe un informe del microsporidio 
Encephalitozoon cuniculi asociado con placentitis y con la muerte perinatal en una 
alpaca de los Estados Unidos (Webster et al., 2008). Así mismo, existe el  reporte de 
una infección por E. bieneusi genotipo P en una llama adulta de un zoológico de 
Alemania (Dengjel et al., 2001). En nuestro estudio, la caracterización molecular de las 
secuencias de la región ITS, dieron como resultado diez genotipos diferentes de E. 
bieneusi en las heces de crías. Cuatro de estos genotipos fueron similares a los 
registrados en el GenBank, estos son: los genotipos P, Tipo IV, D y BEB6; y los seis 
genotipos restantes fueron clasificados como nuevos. 
 
El genotipo P, ha sido reportado únicamente en una llama adulta de un 
zoológico de Alemania (Dengjel et al., 2001). En el presente estudio, cinco crías (4 de 
Cuzco y 1 de Huancavelica) fueron infectadas con el genotipo P, esto representa el 
7,7% del total de los animales infectados. Este hallazgo demuestra que la alpaca es un 
nuevo hospedador natural para el genotipo P. Probablemente el genotipo P sea 
específico de camélidos sudamericanos. 
 
Por otro lado, cuatro crías fueron infectadas con el genotipo Tipo IV y dos con 
el genotipo D. Este resultado es interesante, debido a que estos genotipos tienen 
potencial zoonótico. El genotipo Tipo IV fue hallado por vez primera en pacientes con 
microsporidiosis intestinal en Francia (Liguory et al., 1998). Posteriormente fue hallado 
en pacientes con VIH/SIDA, niños y pacientes con trasplante de órgano en Camerún, 
Perú, Inglaterra, Uganda, Nigeria, Malaui y en los Países Bajos (Sadler et al., 2002; 
Tumwine et al., 2002; Breton et al., 2007; Cama et al., 2007; Espern et al., 2007; ten 
Hove et al., 2009). Sin embargo, un estudio realizado en animales por Dengjel et al. 
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(2001) registro por primera vez el genotipo Tipo IV en gatos domésticos de Alemania. 
Otros estudios realizados en animales reportaron al genotipo Tipo IV en gatos de 
Portugal, Japón y Colombia (Lobo et al., 2006b; Santin et al., 2006; Abe et al., 2009). 
Al parecer el gato actúa como el reservorio ideal para el genotipo Tipo IV. Así mismo, 
se ha reportado al genotipo Tipo IV en bovinos de Portugal, USA y Corea, así como en 
perros de Colombia (Sulaiman et al., 2004; Lee 2008; Santin et al., 2008). En el 
presente estudio, cuatro crías (3 de Cuzco y 1 de Huancavelica) fueron infectadas con el 
genotipo Tipo IV. Probablemente el contagio de las alpacas se deba a que en las 
comunidades campesinas la carencia de letrinas es algo común y los humanos pueden 
servir como diseminadores de la enfermedad. Del mismo modo, las alpacas comparten 
el hábitat con bovinos y gatos domésticos o silvestres, ellos también pueden contaminar 
las zonas de pastoreo de las alpacas.   
 
Dos crías de alpacas del departamento de Huancavelica estuvieron infectadas 
con E. bieneusi genotipo D. El genotipo D fue reportado por primera vez por Chalifoux 
et al. (2000) en un macaco Rhesus (Macaca mulatta) del “New England Regional 
Primate Research Center” en USA. Desde entonces, el genotipo D ha sido descrito en 
una variedad de hospedadores como humanos inmunocomprometidos de Camerún, 
Perú, Inglaterra, Nigeria Vietnam, Tailandia, Malaui y los Países Bajos. Así mismo, ha 
sido descrito en cerdos de USA, Japón y la Republica Checa; bovinos de USA y Corea; 
halcones de Abu Dabi; caballos de Colombia y perros de Portugal. Otros estudios 
indican que algunos animales silvestres como castores, zorros, comadrejas y mapaches 
de USA también son parasitados por el genotipo D (Bern et al., 2005; Cama et al., 
2007; Santin y Fayer, 2011).  
 
 Únicamente, una cría del departamento de Huancavelica estuvo parasitada por 
E. bieneusi genotipo BEB6, este genotipo únicamente ha sido descrito en bovinos de 
USA (Fayer et al., 2007). Con el hallazgo de los genotipos Tipo IV, D y BEB6, se 
pudiera especular que existe una transmisión directa entre alpacas y bovinos, debido a 
que estos tres genotipos son muy frecuentes en bovinos de diversos países (Sulaiman et 
al., 2004; Santin et al., 2005; Fayer et al., 2007).   
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El mayor número de crías (n=48), que representa el 73,8% del total de animales 
infectados, estaban parasitadas con un genotipo nuevo, el cual fue denominado ALP1. 
El genotipo ALP1 se encontró en crías de las tres localidades del Perú: Cuzco (5/25 
genotipos), Puno (27/27 genotipos) y Huancavelica (16/26 genotipos), respectivamente 
(ver cuadro 3). Nuestros resultados indican que el genotipo ALP1 probablemente sea 
específico para las alpacas. 
 
 Seis genotipos de E. bieneusi fueron considerados nuevos en este trabajo, ALP1, 
ALP2, ALP3, ALP4, ALP5 y ALP6, esto debido a no tener ninguna identidad con los 
genotipos registrados en el GenBank. Filogenéticamente, los genotipos ALP2 y ALP5 
se encuentran emparentados con el genotipo Peru16 (ver figura 13), un genotipo 
zoonótico que parasita humanos y cobayos (Cama et al., 2007). Los genotipos ALP1 y 
ALP4 se relacionan con el genotipo P, que es propio de llamas. El genotipo ALP3 con 
el genotipo Type IV, el cual parasita humanos, bovinos, gato y perro. Por último, el 
genotipo ALP6 está emparentado con el genotipo L, un genotipo propio de gatos. 
  
 Respecto a G. duodenalis, de las 126 muestras fecales analizadas, 42 muestras 
fueron positivas a G. duodenalis mediante la técnica de PCR, representando una 
porcentaje de infección de 33.3%. La prevalencia de infección siempre va a variar en el 
primer mes de edad de los animales, principalmente en el ganado (Santin et al., 2009). 
Esta variación se debe principalmente a la zona geográfica y a los cambios climáticos. 
Establos cerca de ríos y zonas pantanosas, así como en épocas de mayor precipitación 
fluvial va haber una mayor prevalencia de giardiasis (Thompson y Monis, 2004; Plutzer 
et al., 2010). Así se tiene estudios realizados en terneros de diversos estados de USA 
indican una prevalencia que varía del 10 al 85% (Santin et al., 2009). Gómez-Couso et 
al., (2012) indica una prevalencia de 50% en alpacas de un mes de edad.   
 
Giardia es mundialmente reconocido como un patógeno importante causante de 
diarrea en los animales y seres humanos. Sin embargo, a pesar de la moderada 
prevalencia en el ganado y mascotas domésticas como el perro y el gato, su importancia 
como patógeno en los animales aún no está esclarecido (Geurden et al., 2010). Giardia 
duodenalis  es un parasito frecuentemente en vacunos, pero aparentemente no se 
encuentra asociación con la presencia de diarrea (O'Handley y Olson, 2006). Los 
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resultados de nuestro estudio demostraron que no existe asociación entre la infección 
por Giardia con la presencia de diarrea neonatal en alpacas. Sin embargo, diversos 
estudios realizados en llamas y alpacas mencionan que existe una asociación entre 
Giardia con mortalidad de crías a causa de diarrea (Kiorpes et al., 1987; Cebra et al., 
2003). 
 
Actualmente, Giardia duodenalis se encuentra sub-clasificada en 7 ensamblajes 
(genotipos): A, B, C, D, E, F y G. La sub-clasificación es debido a los análisis 
moleculares realizados principalmente en los genes triosa fosfato isomerasa (TPI), 
Glutamato deshidrogenasa (GDH) y β-giardin (Monis et al., 1996; Caccio et al., 2002; 
Sulaiman et al., 2003). De estos 7 ensamblajes únicamente los ensamblajes A, B y E 
están relacionados con el ganado vacuno, ovino y porcino. Sprong et al. (2009) realiza 
una recopilación de información sobre Giardia y menciona que el ensamblaje de mayor 
presentación en el ganado es el “E” (72 al 82%), seguido del “A” (17 al 23%) y el “B” 
(1 a 2 %), respectivamente.  
 
Estudios epidemiológicos moleculares han demostrado la ocurrencia común de 
G. duodenalis ensamblaje A en seres humanos y en un grado menor en los animales 
domésticos y silvestres (Feng y Xiao, 2011). En la actualidad, el ensamblaje A tiene tres 
sub-conjuntos: AI, AII y AIII (Caccio y Sprong, 2010; Feng y Xiao, 2011). Diversos 
estudios han demostrado que el sub-ensamblaje AII puede encontrase en vacunos. Sin 
embargo, el sub-ensamblaje AI es el más frecuente en estos animales, así como en 
animales silvestre, por lo que se le considera un subtipo con importancia zoonótica 
(Xiao y Fayer, 2008; Caccio y Sprong de 2010). 
 
Estudios realizados en camélidos sudamericanos son escasos, y la mayoría de 
ellos solo se basa en diagnostico microscópico y no molecular. En 1987, Kiorpes et al., 
aisló Giardia sp. de llamas de un establo de Wisconsin, U.S.A, en su estudio utilizo los 
quistes provenientes de las llamas infectadas para infectar experimentalmente a jerbos 
mongoles. El resultado del estudio de Kiorpes et al.,  demostró que los quistes fueron 
infecciosos para jerbos mongoles, lo que lo llevo a sugerir que la Giardia de la llama 
era un genotipo con potencial zoonótico (Kiorpes et al., 1987). Posteriormente, estudios 
moleculares realizados en muestras fecales de alpacas han demostrado que ellos pueden 
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ser parasitados con G. duodenalis ensamblajes A y E  (Trucha et al., 2008; Gómez-
Couso et al., 2012). En el presente estudio, el ensamblaje A fue detectado en 33 de 126 
animales (33%). De estas 33 muestras correspondientes al ensamblaje A, 31 eran AI y 
estaban presentes en alpacas de los tres departamentos: 19 crías de Huancavelica, 11 de 
Puno y 1 de Cuzco. Únicamente dos muestras del ensamblaje A correspondían a AII y 
se les halló solo en crías de Huancavelica.  G. duodenalis ensamblaje E  es el genotipo 
más común en el ganado y es más frecuente en terneros de 4 a 8 semanas de edad 
(Santin et al., 2009; Uehlinger et al., 2011). Estudios realizados en terneros de USA de 
un mes de edad indican que la prevalencia del ensamblaje E puede llegar hasta un 70% 
(Santin et al., 2009). En el presente estudio, el porcentaje de infección por el ensamblaje 
E fue del 2,6% y fue hallado en 9 crías, 8 del Cuzco y 1 de Huancavelica a diferencia 
del 26% detectado por Gomez-Couso (2012). Tal vez esta diferencia se puede deber al 
mayor número de hatos muestreados en su estudio. 
 
Los estudios realizados en distintos países muestran que el ganado se infectan 
comúnmente por los ensamblajes A y E (Trucha et al., 2007; Geurden et al., 2008; 
Sprong et al., 2009; Sweeny et al., 2011). El similar hallazgo en nuestro estudio, al 
detectar los ensamblajes A y E,  es causado probablemente por el tipo de manejo de las 
alpacas en el Perú. Las alpacas que participaron en este estudio, se encontraban 
próximos a zonas ganaderas de bovinos y ovinos. Con frecuencia, las alpacas se 
alimentan de pasturas compartidas con el ganado, o que también han sido utilizadas por 
el ganado bovino y ovino. Por lo tanto, podría haber un potencial de transmisión 
cruzada de giardiasis entre especies de estos animales. Por otro lado, el hecho que 
Huancavelica y Puno tenga un mayor porcentaje de infección por el ensamblaje A, 
indicaría que el humano está involucrado en la dinámica de transmisión de la giardiasis 
en los dos departamentos. Aun quedaría por determinarse la posible transmisión de G. 
duodenalis ensamblaje A entre alpacas y pastores. 
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VI. CONCLUSIONES 
 
 
 Las crías de alpacas son hospedadores naturales para los parásitos 
gastrointestinales Enterocytozoon bieneusi y Giardia duodenalis. 
 El mayor numero de genotipos de E. bieneusi hallados en alpacas corresponden 
al nuevo genotipo ALP1. 
 Las crías de alpacas también pueden ser parasitadas por genotipos zoonóticos de 
E. bieneusi. 
 Los ensamblajes (genotipos) de G. duodenalis que tuvieron mayor porcentaje de 
infección correspondieron al ensamblaje A, un ensamblaje zoonótico. 
 El segundo ensamblaje de G. duodenalis correspondió al ensamblaje E, que es 
propio de ganado. 
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Anexo 1. Lista actual de genotipos de E. bieneusi  (Santin et al.,  2011) 
Nombre del genotipo (sinonimos) Hospedero 
A (Peru1) Humano 
B (Type I) Humano 
C (Type II) Humano 
Q Humano 
R Humano 
S Humano 
T Humano 
U Humano 
V Humano 
W Humano 
Peru3 Humano 
Peru7 Humano 
Peru8 Humano 
Peru11 (Peru12) Humano 
Peru13 Humano 
Peru15 Humano 
CAF2 Humano 
CAF3 Humano 
CAF4 Humano 
Type III Humano 
Type V Humano 
NIA1 Humano 
HAN1 Humano 
UG2145 Humano 
Peru 17 Humano 
S1 Humano 
S2 Humano 
S3 Humano 
S4 Humano 
S5 Humano 
S6 Humano 
S7 Humano 
S8 Humano 
S9 Humano 
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D (WL8, Peru9, PigEBITS9, PtEb VI, CEbC) 
Humano, cerdo, bovinos, castor, zorro, 
comadreja, mapache, halcon, equino, canino, 
macacos 
CAF1 (PEbE) Humano, cerdo 
EbpC (E, WL13, Peru4, WL17) 
Humano, cerdo, castor, nutria, comadreja, 
mapache, zorro 
Peru16 Humano, cobayo 
Peru10 Humano, gato 
Type IV (K, Peru2, BEB5, BEB5-var, 
CMITS1, PtEBIII) 
Humano, bovino, gato, canino 
WL11 (Peru5) Humano, canino, zorro, gato 
O Humano, cerdo 
PigEBITS7 Humano, cerdo 
Peru6 (PtEb I, PtEb VII) Humano, aves, caninos, bovino 
WL15 (WL16, Peru14) Humano, zorro, castor, comadreja, mapache 
I (BEB2, CEbE) Bovino 
BEB3 Bovino 
BEB4 Bovino 
BEB6 Bovino 
BEB7 Bovino 
4948 FL-2 2004 Bovino 
PtEb XI Bovino 
CEbA Bovino 
CEbD Bovino 
CEbF Bovino 
M Bovino 
N Bovino 
J (BEB1, CEbB, PtEb X) Bovino, aves 
EbpA (F) Bovino, cerdo 
G Cerdo 
H (PEbC) Cerdo 
PigITS1 Cerdo 
PigITS2 Cerdo 
PigITS3 (PEbB) Cerdo 
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PigITS4 (PEbD) Cerdo 
PigITS5 (PEbA) Cerdo 
PigITS6 Cerdo 
PigITS8 Cerdo 
E1 Cerdo 
F1 Cerdo 
L Gato 
EbfelA Gato 
PtEb IV Gato 
PtEb VIII Gato 
D-like Gato 
PtEb IX Canino 
Horse1 Equino 
Horse2 Equino 
WL1 Mapache 
WL2 Mapache 
WL3 Mapache 
WL4 Comadreja 
WL6 Comadreja 
WL10 Comadreja 
WL14 Comadreja 
WL7 Castor 
WL9 Castor 
WL12 Castor, nutria 
PtEb V Kudu 
PtEb XII Mono Titi 
P Llama 
PtEb II Aves 
Peru6-var Aves 
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Anexo 2. Manual de instrucción del FastDNA®Spin Kit for Soil. 
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Anexo 3. Genotipos de Enterocytozoon bieneusi de alpacas inscritas en el GenBank 
GenBank No. ID_alpaca Parasito Genotipo Departamento Sexo 
KC860879 20777 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Macho 
KC860880 19722 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Huancavelica Hembra 
KC860881 22371 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Huancavelica Hembra 
KC860882 19399 Enterocytozoon bieneusi P Cuzco Macho 
KC860883 19715 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Huancavelica Hembra 
KC860884 22327 Enterocytozoon bieneusi Type IV Huancavelica Hembra 
KC860885 18187 Enterocytozoon bieneusi Type IV Cuzco Hembra 
KC860886 22361 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Huancavelica Macho 
KC860887 20761 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Hembra 
KC860888 20755 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Macho 
KC860889 22381 Enterocytozoon bieneusi P Huancavelica Hembra 
KC860890 20775 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Macho 
KC860891 20758 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Hembra 
KC860892 19401 Enterocytozoon bieneusi P Cuzco Hembra 
KC860893 19721 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Huancavelica Macho 
KC860894 19724 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Huancavelica Macho 
KC860895 20767 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Hembra 
KC860896 18174 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Cuzco Macho 
KC860897 20765 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Hembra 
KC860898 20756 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Hembra 
KC860899 20762 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Hembra 
KC860900 20760 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Macho 
KC860901 20779 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Hembra 
KC860902 22333 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Huancavelica Macho 
KC860903 19720 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Huancavelica Macho 
KC860904 20769 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Hembra 
KC860905 19397 Enterocytozoon bieneusi P Cuzco Macho 
KC860906 22368 Enterocytozoon bieneusi D Huancavelica Hembra 
KC860907 20757 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Macho 
KC860908 19714 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Huancavelica Macho 
KC860909 20764 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Hembra 
KC860910 19707 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Cuzco Hembra 
KC860911 20753 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Hembra 
KC860912 20752 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Hembra 
KC860913 20773 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Macho 
KC860914 20763 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Hembra 
KC860915 22351 Enterocytozoon bieneusi ALP6 Huancavelica Hembra 
KC860916 19716 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Huancavelica Macho 
KC860917 19705 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Cuzco Hembra 
KC860918 20774 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Hembra 
KC860919 19712 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Huancavelica Macho 
KC860920 19406 Enterocytozoon bieneusi Type IV Cuzco Macho 
KC860921 19711 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Huancavelica Macho 
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KC860922 19718 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Huancavelica Macho 
KC860923 20754 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Hembra 
KC860924 20759 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Macho 
KC860925 19717 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Huancavelica Macho 
KC860926 22325 Enterocytozoon bieneusi ALP2 Huancavelica Hembra 
KC860927 20766 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Macho 
KC860928 19400 Enterocytozoon bieneusi P Cuzco Macho 
KC860929 20772 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Hembra 
KC860930 22337 Enterocytozoon bieneusi ALP3 Huancavelica Macho 
KC860931 20776 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Macho 
KC860932 19706 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Cuzco Hembra 
KC860933 22359 Enterocytozoon bieneusi ALP4 Huancavelica Hembra 
KC860934 18190 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Cuzco Hembra 
KC860935 20770 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Macho 
KC860936 22365 Enterocytozoon bieneusi D Huancavelica Macho 
KC860937 22377 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Huancavelica Hembra 
KC860938 18195 Enterocytozoon bieneusi BeB6 Huancavelica Macho 
KC860939 19723 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Huancavelica Macho 
KC860940 22363 Enterocytozoon bieneusi ALP5 Huancavelica Hembra 
KC860941 20778 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Hembra 
KC860942 20768 Enterocytozoon bieneusi ALP1 Puno Hembra 
KC860943 18180 Enterocytozoon bieneusi Type IV Cuzco Hembra 
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Anexo 4. Ensamblaje de Giardia duodenalis de alpacas inscritas en el GenBank 
Genbank No ID_alpaca Parasito Ensamblaje Departamento Sexo 
JX845426 22331 Giardia duodenalis AII Huancavelica Macho 
JX845427 22345 Giardia duodenalis AII Huancavelica Macho 
JX845429 18185 Giardia duodenalis AI Cuzco Hembra 
JX845430 18206 Giardia duodenalis AI Huancavelica Hembra 
JX845431 18207 Giardia duodenalis AI Huancavelica Macho 
JX845432 18211 Giardia duodenalis AI Huancavelica Macho 
JX845433 18212 Giardia duodenalis AI Huancavelica Macho 
JX845434 18213 Giardia duodenalis AI Huancavelica Hembra 
JX845435 19715 Giardia duodenalis AI Huancavelica Hembra 
JX845436 19716 Giardia duodenalis AI Huancavelica Macho 
JX845437 19718 Giardia duodenalis AI Huancavelica Macho 
JX845438 19722 Giardia duodenalis AI Huancavelica Hembra 
JX845439 20758 Giardia duodenalis AI Puno Hembra 
JX845440 20759 Giardia duodenalis AI Puno Macho 
JX845441 20760 Giardia duodenalis AI Puno Macho 
JX845442 20767 Giardia duodenalis AI Puno Hembra 
JX845443 20768 Giardia duodenalis AI Puno Hembra 
JX845444 20770 Giardia duodenalis AI Puno Macho 
JX845445 20771 Giardia duodenalis AI Puno Hembra 
JX845446 20773 Giardia duodenalis AI Puno Macho 
JX845447 20774 Giardia duodenalis AI Puno Hembra 
JX845448 20775 Giardia duodenalis AI Puno Macho 
JX845449 20779 Giardia duodenalis AI Puno Hembra 
JX845451 22323 Giardia duodenalis AI Huancavelica Macho 
JX845452 22335 Giardia duodenalis AI Huancavelica Hembra 
JX845453 22347 Giardia duodenalis AI Huancavelica Macho 
JX845454 22353 Giardia duodenalis AI Huancavelica Hembra 
JX845455 22355 Giardia duodenalis AI Huancavelica Macho 
JX845456 22357 Giardia duodenalis AI Huancavelica Macho 
JX845457 22361 Giardia duodenalis AI Huancavelica Macho 
JX845458 22363 Giardia duodenalis AI Huancavelica Hembra 
JX845459 22371 Giardia duodenalis AI Huancavelica Hembra 
JX845460 22381 Giardia duodenalis AI Huancavelica Hembra 
JX845463 18173 Giardia duodenalis E Cuzco Macho 
JX845464 18174 Giardia duodenalis E Cuzco Macho 
JX845465 18176 Giardia duodenalis E Cuzco Macho 
JX845466 18186 Giardia duodenalis E Cuzco Hembra 
JX845467 18187 Giardia duodenalis E Cuzco Hembra 
JX845468 19399 Giardia duodenalis E Cuzco Macho 
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JX845469 19400 Giardia duodenalis E Cuzco Macho 
JX845470 19401 Giardia duodenalis E Cuzco Hembra 
JX845471 19714 Giardia duodenalis E Cuzco Macho 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
